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RÉSUMÉ 
Les lésions du cartilage articulaire sont très répandues et engendrent des douleurs intenses ainsi 
que des pertes de fonction au niveau des articulations. Les lésions du cartilage articulaire 
s’avèrent en plus être une des pathologies du corps humain qui sont les plus difficiles à traiter. Le 
cartilage est un tissu avasculaire contenant peu de cellules, ce qui lui confère des propriétés de 
régénérescence intrinsèque très faibles. Son architecture complexe de collagène et de 
protéoglycanes lui confère des propriétés de résistance aux compressions et d’élasticité 
avantageuses, mais les tissus de réparation typiquement formés suite à la réparation d’une lésion 
ne répliquent souvent pas la composition exacte du cartilage articulaire, ni l’organisation de sa 
matrice extracellulaire. Les tissus de réparation autologues sont donc mécaniquement inférieurs 
aux tissus sains, ce qui se traduit par une perte de stabilité de l’articulation qui peut mener à des 
douleurs, à des pertes de mobilité et même à la dégénérescence chronique du joint synovial. En 
effet, les lésions qui ne sont pas traitées adéquatement dégénèrent souvent en arthrose. Le 
développement de nouvelles thérapies pour la régénérescence du cartilage est donc une priorité. 
Afin de traiter des lésions focales du cartilage articulaire, plusieurs traitements sont disponibles. 
Par exemple, l’implantation de chondrocytes autologues a un taux de succès élevé, mais constitue 
un traitement coûteux qui requiert un minimum de deux chirurgies. De plus, une étude clinique 
n’a démontré aucun avantage clinique par rapport aux techniques de stimulation de la moelle 
osseuse. Ces techniques consistent en la perforation de trous au sein de la lésion préalablement 
débridée jusqu’à l’os sous-chondral afin de causer le saignement de l’articulation et ainsi 
permettre aux cellules souches de la moelle osseuse d’accéder au cartilage. Malgré les avantages 
de cette technique, le tissu de réparation est souvent un tissu de type fibrocartilagineux, ce qui le 
rend moins résistant aux charges mécaniques. Il a aussi été démontré que les patients âgés 
répondaient beaucoup moins bien à ces techniques. 
Afin de pallier les réponses de réparation cartilagineuse de ces traitements qui sont inadéquates, 
notre laboratoire a développé un implant hybride de chitosane, un polymère naturel 
biodégradable et biocompatible, de glycérol phosphate (GP) et de sang autologue. La 
solidification de l’implant est ainsi causée par la coagulation du sang contenu dans l’implant. Cet 
implant permet de stabiliser le caillot sanguin sur des trous chirurgicaux perforés par 
microfracture ou par perçage. Plusieurs études pré-cliniques ont été faites et concluent que les 
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implants chitosane-GP/sang permettent, environ 8 semaines après l’implantation dans un modèle 
de lapin mature, la synthèse d’un cartilage plus hyalin et mieux intégré au tissu résident. À court 
terme, les évènements associés à cette réparation satisfaisante du cartilage étaient un fort 
recrutement de neutrophiles et d’oscéoclastes, un délai dans la synthèse des principaux éléments 
de la matrice extracellulaire (glycosaminoglycanes, collagène de type I et II) ainsi que le 
remodelage de l’os sous-chondral. 
Une des limitations de cette procédure est que la solidification de l’implant se fait in situ et dure 
environ 15 minutes chez les patients humains. De plus, l’articulation doit absolument être 
positionnée à l’horizontale durant la solidification. Une nouvelle approche a donc été élaborée 
dans le but de faciliter le processus d’implantation en clinique tout en maintenant les propriétés 
régénératrices du chitosane. Cette approche consiste en l’insertion dans des trous chirurgicaux 
sous-chondraux d’implants pré-solidifiés ex vivo. De plus, la solidification ex vivo permet 
l’utilisation de solutions peu visqueuses de chitosane alors que la solidification in situ doit utiliser 
du chitosane plus visqueux, ayant un haut poids moléculaire. Cette étude a donc testé trois 
différents implants distincts par le poids moléculaire de leur chitosane. Suite à leur insertion dans 
un modèle animal pour une durée de trois semaines (N=5), la capacité de résidence des implants 
au sein des trous  ostéochondraux a été investiguée, ainsi que leur biodégradation et les réponses 
tissulaires et cellulaires qu’ils engendrent. 
Les objectifs spécifiques de l’étude étaient donc de : 
• Créer trois implants chitosane/sang, distincts par le poids moléculaire de leur chitosane, 
qui pourront être insérés in vivo. 
• Insérer ces implants dans un modèle animal afin de tester leur efficacité dans le cadre 
d’une étude de preuve de concept. 
• Comparer les réponses provoquées par les implants pré-solidifiés avec celles engendrées 
par les implants chitosane/sang solidifiées in situ. 
• Déterminer l’impact du poids moléculaire du chitosane sur les réponses cellulaires et 
tissulaires provoquées par les implants. 
L’objectif global de l’étude était donc de : 
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• Identifier un éventail de poids moléculaires du chitosane qui sont adéquats pour engendrer 
une réponse thérapeutique in situ en excluant les poids moléculaires qui induisent une 
réponse non-favorable, selon une nouvelle méthode de livraison de chitosane. 
À cet effet, les principales hypothèses de l’étude étaient que : 
• Les implants se solidifieront ex vivo dans un délai raisonnable et seront convenables pour 
l’insertion in vivo dans une lésion ostéochondrale. 
• L’implantation sera un succès et les implants seront dégradés selon des cinétiques qui 
dépendent du poids moléculaire du chitosan.  
• Les implants provoqueront des réponses cellulaires et tissulaires similaires à celles 
suscitées par les implants solidifiés in situ, mais avec une intensité accrue. 
• Les molécules de chitosane de haut poids moléculaire persisteront plus longtemps dans 
les trous ostéochondraux et accroîtront la durée de la réponse inflammatoire. 
 
Des implants pré-solidifiés chitosane-NaCl/sang contenant des chitosanes de 150kDa, 40kDa et 
10kDa ont été générés en utilisant du facteur tissulaire pour stimuler la coagulation, puis insérés 
dans des trous percés dans une trochlée chez N=5 lapins matures. La trochlée controlatérale 
servait de contrôle et a été refermée suite au perçage. 
Les implants ont tous été retenus dans les trous après 1 jour in vivo et sont demeurés résidents 
après 3 semaines. Les lésions contrôles étaient remplies d’un tissu fibrocartilagineux tandis que 
les lésions traitées contenaient des particules de chitosane et une grande quantité de neutrophiles, 
ce qui a retardé l’accumulation de matrice extracellulaire. Les implants ont promu un remodelage 
sous-chondral, la formation d’ostéoclastes à la plaque sous-chondrale et une intégration latérale 
plus complète. Les lésions traitées avec des implants de 10kDa et 40kDa ont démontré une 
guérison plus avancée à 3 semaines, que les lésions traitées avec des implants de 150kDa. 
Cette étude a donc développé un nouvel implant biodégradable in situ qui provoque une forte 
réponse biologique après 3 semaines et qui montre les signes précurseurs d’une réparation 
éventuelle du cartilage à plus long terme, tout en permettant une procédure chirurgicale beaucoup 
plus pratique. Ce nouvel implant permet aussi l’utilisation de chitosane de plusieurs poids 
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moléculaires et nous a permis de constater que les implants de 40kDa et 10kDa pouvaient 
provoquer une réponse cellulaire plus modérée que les implants de haut poids moléculaire. 
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ABSTRACT 
Articular cartilage lesions are very frequent and lead to intense pain and loss of articular function. 
Lesions of the articular cartilage are also one of the hardest pathologies to treat in human. 
Cartilage is an avascular tissue that contains few cells, which results in poor intrinsic regeneration 
properties. Its complex architecture composed of collagen and proteoglycans results in 
advantageous properties of resistance to compression and elasticity, but the repair tissues that are 
formed following typical cartilage repair treatments of a lesion do not replicate the exact 
composition of articular cartilage and the organization of its extracellular matrix. Autologous 
repair tissues are thus mechanically inferior to healthy tissues, which translates to a loss of 
stability of the articulation that can lead to pain, loss of mobility and even chronic degeneration 
of the synovial joint. Lesions that are not properly treated often degenerate in osteoarthritis. The 
development of new therapies for cartilage repair is thus a priority. 
To treat focal lesions of the articular cartilage, various alternatives are available. For example, the 
implantation of autologous chondrocytes has a high rate of success, but consists of a costly 
treatment that requires a minimum of two surgeries. Additionally, a five years clinical study has 
shown that it had no apparent clinical benefit compared to bone marrow stimulation techniques. 
These procedures consist in creating surgical holes in the debrided lesion to perforate the 
subchondral bone and induce bleeding in the articulation to allow marrow-derived stem cells to 
access the cartilage. Despite the advantages of this technique, the repair tissue is often made of 
fibrocartilage, which makes it less resistant to load-bearing. It had also been shown that aged 
patients did not respond as well as young patients to these techniques. 
As a solution to the inadequate cartilage repair response to current treatment modalities, our 
laboratory has developed a hybrid implant of chitosan, a natural polymer that is biodegradable 
and biocompatible, glycerol phosphate (GP) and autologous blood. The solidification of this 
implant is caused by the coagulation of the blood. This implant allows the stabilization of the 
blood clot over microfracture or microdrilling defects. Many preclinical studies have been 
performed and have concluded that chitosan-GP/blood implants lead to the synthesis of a repair 
tissue that is more hyaline and integrated to the resident tissue after 8 weeks in a skeletally 
mature rabbit model. The short term events associated with this satisfying cartilage repair are a 
strong recruitment of neutrophils and osteoclasts, a delayed synthesis of the principal elements of 
xi 
 
the extracellular matrix (glycosaminoglycans, collagen type I and II) and a subchondral 
remodeling. 
One of the limitations of this procedure is that the solidification of the implant is performed in 
situ and takes about 15 minutes in human patients. Moreover, the articulation has to be placed 
horizontally during solidification. A new approach has thus been elaborated to facilitate the 
implantation procedure in the clinic, while maintaining the cartilage repair properties of chitosan. 
This approach consists in the insertion of chitosan-based implants presolidified ex vivo in 
subchondral marrow stimulation surgical defects.. The ex vivo solidification also allows the use 
of chitosan solutions of low viscosity while in situ solidified implants have to be made of highly 
viscous chitosan that has a higher molecular weight. This study thus tested three different 
implants with different chitosan molecular weights. After their insertion in an animal model for a 
duration of three weeks (N=5), the implants were investigated for their residency in the 
subchondral defects, their biodegradability as well as the early events that they provoked. 
The objectives of the study were to: 
• Create three chitosan/blood implants with three different chitosan molecular weights that 
will be suitable for in vivo press-fitting in an osteochondral defect. 
• Insert these implants in an animal model to test their efficiency in a proof-of-concept 
study. 
• Compare the responses provoked by the presolidified implants with those elicited by in 
situ-solidified chitosan/blood implants. 
• Determine the impact of chitosan molecular weight on the cell and tissue responses 
provoked by the implants. 
The global objective of the study was thus to: 
• Identify a molecular weight range suitable for eliciting therapeutic in situ responses while 
excluding molecular weights that elicit unfavorable responses in a new chitosan delivery 
method. 
The main hypotheses of the study were that: 
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• The implants will solidify ex vivo in a reasonable time span and will be suitable for in 
vivo insertion. 
• The implantation will be a success and the implants will degrade following molecular 
weight-dependent kinetics. 
• The implants will provoke cell and tissue responses similar to those observed in in situ-
solidified implants, but with enhanced intensity. 
• The high molecular weight chitosan molecules will persist longer in the osteochondral 
defects and will raise the duration of the inflammatory response. 
Pre-solidified chitosan-NaCl/blood implants with 150kDa, 40kDa and 10kDa chitosan were 
generated using Tissue Factor to accelerate clotting, and press-fit in three osteochondral drill 
holes in a trochlea of N=5 skeletally mature rabbits. Contralateral drill holes served as controls 
and were left to bleed. 
All implants were retained after 1 day in vivo, and remained resident after 3 weeks. Control drill 
holes were filled with mixed fibrocartilage, whereas treated defects contained chitosan particles 
replete with neutrophils, which delayed accumulation of extracellular matrix 
(glycosaminoglycans, collagen type I and II). Implants specifically promoted strong trabecular 
bone remodelling, osteoclast formation at the bone plate and a more complete lateral integration 
of repair tissues. 10kDa and 40kDa-treated defects displayed a more advanced healing at 3 weeks 
than 150kDa-treated defects.  
This study has thus developed a new implant that is biodegradable in situ that provokes a strong 
biologic response after 3 weeks and shows precursor signs of an eventual cartilage repair at 
longer terms, while requiring a surgical procedure that is much more practical. This new implant 
also allows the use of chitosans of various molecular weight, which allowed us to observe that 
the 40kDa and 10kDa implants could provoke a milder cell response that the high molecular 
weight chitosan implants. 
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INTRODUCTION 
L’arthrose est une maladie évolutive caractérisée par la dégénérescence du cartilage articulaire, 
accompagnée par des changements morphologiques de l’os sous-chondral (Eckstein, Burstein, & 
Link, 2006) qui entraîne des douleurs, des raideurs et des pertes de fonction au niveau des 
articulations synoviales (Link et al., 2003). Selon une étude récente (Alliance de l’arthrite du 
Canada, 2011), 4,4 millions de Canadiens et Canadiennes souffrent d’arthrose, ce qui engendre 
non seulement une diminution notable de la qualité de vie des personnes atteintes, mais qui 
représente aussi la principale cause d’invalidité. En 2010, cette étude a estimé que le fardeau 
économique total de l’arthrose au Canada s’était élevé à 27,5 milliards de dollars en coûts directs 
de soins de santé et en coûts indirects de perte de productivité et de recettes fiscales. Dans 30 ans, 
le nombre de Canadiens et Canadiennes qui vont être affectés par l’arthrose s’élèvera, selon les 
prédictions, à 10 millions et le fardeau économique cumulé dans les 30 prochaines années 
pourrait s’élever à 1455 milliards de dollars. La recherche de thérapies pouvant mener à la 
diminution de l’incidence de l’arthrose et à son traitement s’impose donc comme un besoin 
imminent. 
Le cartilage articulaire est un tissu avasculaire avec une faible capacité intrinsèque de 
régénérescence. Une des principales sources de l’arthrose est donc la dégénérescence de blessures 
articulaires, notamment des lésions cartilagineuses (Buckwalter & Brown, 2004; Gelber et al., 
2000). Afin de prévenir le développement de l’arthrose, il est donc primordial de traiter les 
lésions du cartilage d’une manière efficace et définitive. À cet effet, les méthodes de stimulation 
de la moelle osseuse, dont la microfracture, sont une des approches les plus utilisées en clinique. 
Ces méthodes consistent au débridement du cartilage suivi par la perforation de trous 
chirurgicaux dans l’os sous-chondral, ce qui engendre un saignement local et permet ainsi aux 
cellules souches mésenchymateuses issues de la moelle osseuse de migrer vers la surface de l’os 
sous-chondral pour ainsi synthétiser un tissu de réparation qui remplacera le cartilage articulaire 
initialement lésé. Dans les deux années qui suivent la microfracture, les taux d’échecs sont très 
faibles et la majorité des patients ressentent une réduction de la douleur (76% selon une étude de 
(Knutsen et al., 2004)). Par contre, après 5 ans, des cas d’échecs commencent à surgir (Knutsen et 
al., 2007) et des études pré-cliniques indiquent que le tissu de réparation est principalement du 
fibrocartilage (Breinan, Martin, Hsu, & Spector, 2000). 
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Un implant composé de chitosane, un polymère biodégradable et biocompatible issu de la 
désacétylation de la chitine, ainsi que de sang autologue a donc été développé. Il a été démontré 
dans des modèles animaux (lapin et mouton) que la solidification in situ de cet implant 
directement au-dessus de trous de microfracture faits sur une lésion de cartilage débridé 
engendrait la formation d’un tissu cartilagineux plus hyalin (Chevrier, Hoemann, Sun, & 
Buschmann, 2007; Hoemann et al., 2005; Hoemann, Sun, et al., 2007). Par contre, la 
solidification in situ des implants chez des patients humains requiert une attente d’environ 15 
minutes durant laquelle les implants doivent être maintenus à l’horizontale (Marchand, Rivard, 
Sun, & Hoemann, 2009; Shive et al., 2006). En plus de représenter des inconvénients techniques 
lors d’une éventuelle chirurgie, ces contraintes empêchent l’utilisation de chitosanes de faibles 
poids moléculaires. En effet, en solution, les longues chaînes de chitosane (poids moléculaire 
élevé) ont une viscosité élevée, alors que la diminution du poids moléculaire réduit aussi la 
viscosité (Kasaai, Arul, & Charlet, 2000). Un implant composé d’une solution de chitosane 
liquide (peu visqueux) et de sang dont la coagulation est lente ne pourra donc pas se solidifier et 
être retenu sur une surface de cartilage débridé sans se propager à travers l’articulation, ce qui 
rend l’utilisation de chaînes de chitosane de faible poids moléculaire problématique et 
difficilement réalisable selon cette méthode. 
Ce mémoire portera donc sur une nouvelle approche pour l’administration d’implants 
chitosane/sang. Les implants en question seront d’abord pré-solidifiés ex vivo, puis insérés dans 
des trous chirurgicaux de thérapies de stimulation osseuse. Le concept sera d’abord exploré in 
vitro pour s’assurer de notre capacité à générer des implants aptes à être utilisés in vivo, puis trois 
implants chitosane/sang pré-solidifiés, distincts de par le poids moléculaire de leur chitosane, 
seront testés dans un modèle animal, le lapin New Zealand White. Comme le but principal de 
cette étude est de prouver la faisabilité de notre approche, un nombre restreint d’animaux seront 
recrutés (N=5) et la durée de traitement sera courte (trois semaines). Bien que cette durée soit 
insuffisante pour synthétiser un cartilage hyalin, les réponses cellulaires et tissulaires aux 
implants seront analysées, ce qui nous permettra de prédire l’effet à plus long terme de nos 
implants, potentiellement pour une étude ultérieure si les résultats sont concluants. 
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Organisation générale du mémoire 
Le corps de ce mémoire est divisé en 4 chapitres. Dans un premier temps, une revue exhaustive et 
critique de la littérature est présentée au chapitre 1. Cette revue dresse l’ensemble des notions 
requises pour la compréhension du raisonnement sur lequel se base notre approche, de notre 
démarche expérimentale et de l’analyse des résultats. À la lumière de cette revue de littérature, le 
chapitre 2 présentera la démarche de l’ensemble du travail par rapport à nos objectifs et à nos 
hypothèses. Le chapitre 3 présentera alors l’article qui présente en détails notre méthodologie, 
nos résultats et l’analyse qui en découle, tandis que le chapitre 4 apportera des précisions sur des 
aspects méthodologiques précis de l’article présenté en chapitre 3. Le chapitre 5 portera ensuite 
sur une discussion générale qui permettra d’évaluer certains aspects spécifiques de notre projet 
qui n’ont pas été abordés exhaustivement dans la discussion de l’article. Le corps du mémoire 
sera ensuite couronné par une conclusion, qui fera un retour sur les objectifs et hypothèses de 
départ, et par nos recommandations. 
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CHAPITRE 1 REVUE CRITIQUE DE LA LITTÉRATURE 
1.1 Le cartilage articulaire 
Dans les articulations synoviales, le cartilage articulaire, de type hyalin, est un tissu qui recouvre 
les extrémités des os afin de créer une surface de contact régulière et complémentaire. Un 
cartilage articulaire sain permet la mobilité d’une articulation sans douleur et inconfort car il 
permet le glissement des os avec un minimum de friction et d’usure, tout en ayant une grande 
capacité à supporter des charges. 
1.1.1 Composition 
Les informations présentées à la section 1.1.1 proviennent des références (Buckwalter & Mankin, 
1998b; Lodish et al., 2000; Athanasiou, Darling, & Hu, 2010; Ricard-Blum, 2011), sauf lorsque 
une référence spécifique est indiquée. 
Le cartilage articulaire est un tissu non-vascularisé contenant des chondrocytes qui sécrètent du 
collagène et des protéoglycanes afin de former une matrice extracellulaire composée à 70-80% 
d’eau. 
1.1.1.1 Chondrocytes 
L’unique type cellulaire présent dans le cartilage articulaire est le chondrocyte. Le cartilage 
articulaire contient environ 152,54 cellules/mm2 (Wang et al., 2009), ce qui représente moins de 
5% du volume du cartilage. Alors que la matrice extracellulaire confère au cartilage ses 
propriétés mécaniques, il revient aux chondrocytes de s’assurer du développement de cette 
matrice (Hunziker, Kapfinger, & Geiss, 2007), puis de son homéostasie à l’âge adulte en 
occupant le double rôle de synthétiser les composantes de la matrice ainsi que de la remodeler 
(Mandelbaum & Waddell, 2005). En absence de vaisseaux sanguins à leur proximité, les 
chondrocytes doivent puiser leurs nutriments dans le liquide synovial, dans lequel ils rejettent 
aussi leurs déchets métaboliques (Fischer, Carpenter, Tyler, & Hall, 1995; Levick, 1995). 
Certains nutriments peuvent aussi migrer de l’os sous-chondral en passant à travers la couche de 
cartilage calcifié, qui est par contre environ 5 fois moins perméable que le cartilage non-calcifié 
(Arkill & Winlove, 2008). 
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1.1.1.2 Collagène 
Le collagène est la famille de protéines la plus abondante dans le règne animal. Bien que 28 types 
distincts de collagène aient à ce jour été répertoriés, tous les collagènes ont une structure 
commune qui consiste en trois chaînes polypeptidiques alpha qui s’enroulent pour former une 
triple hélice. Dans le cartilage hyalin, on retrouve du collagène de type II, VI, IX, X et XI, bien 
que le collagène de type II constitue environ 90-95% du collagène total (Buckwalter & Mankin, 
1998b). Les molécules de collagène de type II, IX et XI sont liées côte-à-côte par des liens 
covalents afin de former des fibrilles, une structure très rigide qui participe à la résistance 
mécanique du cartilage. Le collagène de type IX est caractérisé par la liaison en angle qui relie 
ses deux triples hélices, ce qui projette l’extrémité N-terminale vers la matrice extracellulaire 
(Figure 1-1) et pourrait permettre à la fibrille de former des liens avec d’autres molécules du 
réseau matriciel dont les protéoglycanes. 
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Figure 1-1 : Représentation schématique de l’association des fibrilles du cartilage. Les fibrilles 
sont riches en collagène de type II et en collagène de type IX dont l’extrémité N-terminale est 
projetée vers la matrice extracellulaire en raison de la liaison en angle (Lodish et al., 2000). 
1.1.1.3 Protéoglycanes 
Les protéoglycanes sont formés d’un noyau protéique sur lequel sont greffées une ou plusieurs 
chaînes de glycosaminoglycanes (GAG). Ces derniers sont composés d’une série de 
disaccharides qui se répètent et qui contiennent généralement un groupement sulfate (SO42-) ou 
carboxylate (COO-) qui leur confère une charge négative. Environ 90% des protéoglycanes de la 
matrice extracellulaire du cartilage articulaire sont des aggrécanes, composés de chondroïtine 
sulfate et de keratane sulfate liés à une protéine noyau. Ces aggrécanes tendent à former des 
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liaisons non-covalentes avec l’acide hyaluronique par une protéine de liaison afin de former de 
larges agrégats de protéoglycanes (Figure 1-2). 
 
Figure 1-2 : Représentation schématique de l’organisation moléculaire de l’aggrécane (Jeffrey & 
Watt, 2003). 
La charge négative des protéoglycanes, conférée par les chaînes de GAG, attire les cations vers le 
cartilage (Figure 1-3). En attirant davantage de cations que d’anions, la pression osmotique de la 
phase liquide du cartilage sera donc haussée, ce qui causera le gonflement du tissu (Chahine, 
Chen, Hung, & Ateshian, 2005; Maroudas & Bannon, 1981). Ce phénomène, que l’on appelle un 
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équilibre de Donnan (Overbeek, 1956), est donc responsable de la grande teneur en eau du 
cartilage. 
 
Figure 1-3 : Les charges négatives des protéoglycanes liées au réseau de fibrilles de collagène 
attirent des cations (Image modifiée de Hu & Athanasiou, 2003). 
La pression osmotique induite par cette phase liquide influence substantiellement les propriétés 
mécaniques du cartilage. En effet, il a été démontré par des tests in vitro de compressions rapides 
dans des modèles confinés et non-confinés que les fluides interstitiels du cartilage pouvaient 
supporter, à court terme, jusqu’à 99% des charges de compression appliquées sur des échantillons 
de cartilage (Park, Krishnan, Nicoll, & Ateshian, 2003; Soltz & Ateshian, 2000). Cet apport 
majeur de la phase liquide au support mécanique du cartilage contribue ainsi à réduire le stress 
induit au tissu cartilagineux, ce qui augmente la longévité du cartilage. 
1.1.2 Structure 
Les informations présentées à la section 1.1.2 proviennent des références (Buckwalter & Mankin, 
1998b; Hunziker, Quinn, & Hauselmann, 2002; Hu & Athanasiou, 2003; Nissi et al., 2006), sauf 
lorsque une référence spécifique est indiquée. 
Le cartilage articulaire est un tissu hétérogène qui peut être divisé en quatre zones : la zone 
superficielle, la zone transitionnelle, la zone profonde et la zone calcifiée (Figure 1-4). 
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1.1.2.1 Zone superficielle 
La zone superficielle est très mince (≈5 -10% de l’épaisseur totale du cartilage non-calcifié), mais 
la densité cellulaire y est très élevée. Les chondrocytes ont une forme allongée et sécrètent une 
matrice ayant une faible teneur en protéoglycanes (15% du poids sec), mais contenant beaucoup 
de collagène (86% du poids sec) et d’eau. Cette forte densité en collagène, dont les fibres sont 
orientées parallèlement à la surface du cartilage, donne à la zone superficielle une rigidité accrue. 
1.1.2.2 Zone transitionnelle 
La zone transitionnelle se situe entre les zones superficielles et profondes. Elle est plus épaisse 
que la zone superficielle (≈15 -35% de l’épaisseur totale du cartilage non-calcifié) et contient des 
chondrocytes sphériques. Les fibres de collagène sont plus grosses et orientées de manière plus 
aléatoire que dans la zone superficielle. La teneur en protéoglycanes est élevée dans la zone 
transitionnelle (25% du poids sec). 
1.1.2.3 Zone profonde 
La zone profonde est la zone la plus grande (60-80% de l’épaisseur totale du cartilage non-
calcifié). Les chondrocytes, peu nombreux, sont sphériques et se regroupent en colonnes 
perpendiculaires à la surface du cartilage. Cette zone contient beaucoup de protéoglycanes (67% 
du poids sec), mais peu d’eau et de collagène (20% du poids sec) dont les fibres, encore plus 
grosses que dans la zone transitionnelle, sont orientées perpendiculairement à la surface du 
cartilage. Ces fibres de collagène passent ensuite à travers le tidemark, soit la fine démarcation à 
l’interface du cartilage calcifié et de la zone profonde du cartilage, afin de s’ancrer dans le 
cartilage calcifié. 
1.1.2.4 Cartilage calcifié 
Le cartilage calcifié est la seule zone du cartilage articulaire qui est minéralisée. Elle est mince et 
contient peu de cellules, soit environ 51,25 cellules/mm2 (Wang, et al., 2009). Cette couche 
permet entre autres la diffusion de certains nutriments de l’os sous-chondral vers le cartilage 
articulaire, bien qu’elle soit environ 5 fois moins perméable que le cartilage non-minéralisé 
(Arkill & Winlove, 2008). 
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Figure 1-4 : Organisation du cartilage en zones (Alford & Cole, 2005). 
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1.2 L’os 
La zone de cartilage calcifié du cartilage articulaire est en contact avec l’os sous-chondral, un 
tissu essentiel à l’homéostasie du cartilage. Cette section portera sur la composition de l’os en 
général et deux aspects importants pour la régénérescence du cartilage, soit le remodelage osseux 
et l’analyse par microtomographie numérisée. 
1.2.1  Composition 
Les informations présentées à la section 1.2.1 proviennent des références (Ng, Romas, Donnan, 
& Findlay, 1997; Raggatt & Partridge, 2010; Remedios, 1999; Walsh et al., 2003), sauf lorsque 
une référence spécifique est indiquée. 
Les os sont principalement composés de matrice organique, de minéraux et de cellules. 
1.2.1.1 Matrice organique 
Les fibres de collagène constituent environ 95% de la matrice organique de l’os, majoritairement 
composée de collagène de type I (Remedios, 1999). Il n’est donc pas étonnant de constater que le 
collagène ait un rôle important à jouer dans les propriétés des os, notamment au niveau de sa 
grande résistance aux charges qui est fortement influencée par l’organisation adéquate des fibres 
de collagène et leur liaison avec les minéraux des os (Viguet-Carrin, Garnero, & Delmas, 2006). 
1.2.1.2 Minéraux 
La phase minérale extracellulaire de l’os est composée principalement de calcium et de phosphate 
qui forment des cristaux d’hydroxyapatite [Ca10(PO4)6(OH)2]. Ces cristaux sont généralement 
considérés ayant une conformation cristalline pauvre et contenant beaucoup d’impuretés comme 
des carbonates et du magnésium (Shea & Miller, 2005). Cette importante phase minérale confère 
à l’os sa rigidité caractéristique et sert aussi comme réservoir d’ions, alors que l’os contient 99% 
du calcium, 85% du phosphore et environ 90% du sodium du corps humain (Glimcher 1998). 
L’hormone parathyroïde (PTH) régularise les concentrations ioniques extracellulaires. En effet, 
les cellules de la glande thyroïde sont dotées de récepteurs membranaires sensibles au calcium. 
Lors d’une baisse du taux extracellulaire de calcium, la PTH sera sécrétée et activera 
indirectement les ostéoclastes, responsables de la résorption de l’os, ce qui rétablira les taux 
extracellulaires de calcium. D’autre part, une hausse des taux de calcium entraînera une 
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diminution de la sécrétion de PTH, ce qui permettra la synthèse de la matrice osseuse par les 
ostéoblastes. L’intégrité de la matrice osseuse est donc dynamique, alors qu’un équilibre entre la 
synthèse de l’os et sa résorption est essentiel au maintien de l’homéostasie. Au cœur de cet 
équilibre se retrouvent les principaux acteurs de la synthèse et de la résorption osseuse : les 
cellules.  
1.2.1.3 Cellules 
L’os contient quatre types de cellules : les ostéoblastes, les ostéocytes, les bone lining cells et les 
ostéoclastes. Les ostéoblastes, les ostéocytes et les bone lining cells sont toutes issues de la même 
cellule précurseur : la cellule ostéoprogénitrice, elle-même issue de la lignée des cellules 
mésenchymateuses. Les ostéoblastes sont responsables de la synthèse et de la sécrétion du 
collagène de type I, ainsi que de nombreuses protéines non-collagéniques comme l’ostéocalcine, 
l’ostéopontine et la bone sialoprotein (Neve, Corrado, & Cantatore, 2011). Les ostéoblastes 
synthétisent aussi, entre autres, de l’insulin-like growth factor 1 (IGF-1), un chémoattractant 
potentiel pour le recrutement d’autres ostéoblastes, ce qui supposerait une activation autocrine ou 
paracrine potentiellement impliquée dans la croissance et la réparation osseuse (Nakasaki et al., 
2008). 
Les cellules ostéoïdes-ostéocytes sont formées lorsque des cellules ostéoprogénitrices se font 
engouffrer dans un ostéoïde, soit un tissu osseux transitoire non-minéralisé présent lors de la 
formation d’os. Suite à la minéralisation de l’ostéoïde, les ostéoïdes-ostéocytes deviendront des 
ostéocytes matures. 90-95% des cellules de l’os sont des ostéocytes, notamment en raison de leur 
durée de vie nettement supérieure à celle des ostéoblastes et des ostéoclastes. En effet, les 
ostéocytes peuvent être viables pour des années, voir des décennies, tandis que les ostéoblastes 
ont une durée de vie de quelques semaines et les ostéoclastes, de quelques jours (Bonewald, 
2007). Les ostéocytes réagissent aux stress mécaniques et semblent réguler la synthèse osseuse 
par les ostéoblastes. 
Les bone lining cells sont des cellules plates situées sur la surface des os. 
Les ostéoclastes sont issus des cellules précurseurs de monocyte/macrophage qui se différencient 
à la surface osseuse grâce aux facteurs receptor activator of NF-κB ligand (RANKL) et 
macrophage colony-stimulating factor (M-CSF) (Figure 1-5). RANKL est exprimé par les 
ostéoblastes et les cellules stromales (Lacey et al., 1998; Tsukii et al., 1998). L’expression de 
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RANKL a aussi été démontrée dans une variété d’autres cellules, dont les neutrophiles dérivés du 
liquide synovial (Chakravarti, Raquil, Tessier, & Poubelle, 2009) et des cellules cancéreuses 
(Jones et al., 2006; Sezer et al., 2002). D’autre part, le récepteur RANK est exprimé à la surface 
des précurseurs des ostéoclastes (Atkins et al., 2006). Une protéine soluble, l’ostéoprotégérine 
(OPG), est aussi impliquée dans la régulation de l’ostéoclastogénèse. L’OPG bloque la formation 
des ostéoclastes et freine ainsi la résorption osseuse. En effet, l’OPG se lie au récepteur RANK et 
bloque la liaison RANK/RANKL, ce qui empêche le déclenchement de l’ostéoclastogénèse. 
D’autre part, l’activation des ostéoclastes engendre aussi l’expression des enzymes tartrate-
resistant acid phosphatase (TRAP) et la cathépsine K (CATK) qui permettent la résorption 
osseuse par les ostéoclastes. La forte expression de l’enzyme TRAP par les ostéoclastes permet 
aussi leur détection sur des coupes histologiques, même s’il faut noter que les polykaryons 
fusionnés expriment eux-aussi l’enzyme TRAP (Boyle, Simonet, & Lacey, 2003). 
 
Figure 1-5 : Ostéoclastogénèse. Schéma illustrant la différentiation d’une cellule précurseur 
hématopoiétiques au préostéoclaste, au polykaryon fusionné puis à l’ostéoclaste mature. Les 
facteurs M-CSF et RANKL sont essentiels pour le déroulement de l’ostéoclastogénèse, tandis 
que l’OPG peut neutraliser RANKL et stopper la maturation des ostéoclastes. Au-dessus du 
schéma se trouvent des allèles mutants qui stimulent l’ostéoclastogénèse et/ou l’activation des 
14 
 
ostéoclastes, ce qui engendre ainsi l’ostéoporose. Au-dessous du schéma se trouvent des 
mutations qui bloquent ostéoclastogénèse et l’activation des ostéoclastes (Boyle, et al., 2003). 
1.2.2 Remodelage osseux 
Le remodelage osseux correspond donc à l’extraction d’os minéralisé par les ostéoclastes, suivi 
de la synthèse de la matrice osseuse par les ostéoblastes, qui deviendra ensuite minéralisée. Le 
remodelage osseux a trois rôles principaux : 
1. Modifier l’architecture osseuse pour s’ajuster aux changements de stress mécaniques. 
2. Aider à la réparation de microdommages à la matrice. 
3. Régulariser les taux de calcium et d’ions dans le milieu extracellulaire. 
 
Le remodelage osseux est divisé en 5 phases, soit l’activation, la résorption, l’inversion, la 
formation et la terminaison (Figure 1-6). 
Avant l’activation, les lymphocytes B sécrètent de l’OPG dans la moelle osseuse et la surface 
osseuse est recouverte de bone lining cells et de macrophages résidents (osteomacs). Durant 
l’activation, la PTH se lie aux récepteurs des bone lining cells et l’endommagement de la matrice 
osseuse minéralisée cause l’apoptose d’ostéocytes locaux, ce qui induit le recrutement de 
précurseurs d’ostéoclastes (Cardoso et al., 2009) et réduit les taux de TGF-β locaux, un inhibiteur 
du remodelage osseux (Heino, Hentunen, & Vaananen, 2002). Durant la résorption, MCP-1 est 
relâché par les ostéoblastes en réponse à la signalisation de PTH, ce qui augmente le recrutement 
précurseurs d’ostéoclastes (Li et al., 2007). L’expression d’OPG pas les ostéoblastes diminue et 
la production de M-CSF et de RANKL augmente pour que les précurseurs d’ostéoclastes puisse 
devenir matures (Y. L. Ma et al., 2001). Les ostéoclastes se lient à des sites de liaison spécifiques 
de la surface de l’os et dégradent la matrice osseuse minéralisée. Durant la phase d’inversion, la 
résorption osseuse est stoppée. Durant la phase de formation, l’activation mécanique des 
ostéocytes réduit l’expression de sclérostine (Robling et al., 2008), une molécule soluble qui 
bloque la signalisation par la voie de signalisation Wnt, qui induit donc la synthèse d’os. Durant 
la terminaison, l’ostéoïde se minéralise et la surface osseuse se couvre de bone lining cells et 
d’osteomacs. 
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Figure 1-6 : Représentation schématique des éléments associés au remodelage osseux durant les 
cinq étapes (Raggatt & Partridge, 2010). 
1.2.3 Microtomographie numérisée 
Afin d’analyser les propriétés de l’os et des tissus minéralisés en général, plusieurs techniques 
d’imagerie non invasive existent. La microtomographie numérisée prend une série de 
radiographies en pivotant sur un axe précisément calibré de 180° ou 360°. Par la suite, ces 
nombreuses radiographies seront combinées et reconstruites afin de créer une représentation 
tridimensionnelle de spécimens radio-opaques comme les os. Pour l’évaluation du remodelage 
sous-chondral, par exemple, la microtomographie à rayons numérisée est un outil idéal car elle 
permet la visualisation du profil de minéralisation dans des coupes que l’utilisateur peut 
positionner à sa guise. Nous pouvons donc avoir un aperçu de la morphologie interne de l’os 
(Figure 1-7). 
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Figure 1-7 : Reconstruction tridimensionnelle d’une microtomographie numérisée du genou 
d’une souris. Une tranche d’os a été virtuellement retirée pour permettre l’observation de 
l’intérieur de l’os. www.skyscan.be  
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1.3 Réparation tissulaire 
Suite à l’endommagement d’un tissu, une série d’évènements se déclenche afin de le réparer. Les 
prochaines sections (1.3.1 à 1.3.4) porteront sur la réparation de la peau, un tissu étudié en 
profondeur dans le passé. La réparation de lésions cutanées pourra ainsi servir de comparatif pour 
mettre l’accent sur les aspects spécifiques de la réparation du cartilage. Bien que la majorité des 
évènements impliqués dans la réparation cutanée se chevauchent chronologiquement, ils ont été 
regroupés en quatre phases : l’hémostase, l’inflammation, la prolifération ainsi que le remodelage 
et maturation de la cicatrice (Enoch & Leaper, 2008) 
1.3.1 Hémostase 
Les informations présentées à la section 1.3.1 proviennent de (Adams & Bird, 2009), sauf quand 
une référence spécifique est indiquée. 
Lorsque le tissu endommagé est vascularisé, des lésions au niveau des vaisseaux sanguins sont 
inévitables. Cet endommagement de l’endothélium vasculaire expose des glycoprotéines 
d’adhésion, dont le facteur de von Willebrand (vWF), et du collagène qui est normalement absent 
de la lumière vasculaire. Les plaquettes, des particules anucléées présentes dans le sang, se lieront 
au vWF ou au collagène, ce qui causera leur activation. Les plaquettes activées changent de 
conformation et expriment le récepteur glycoprotéine IIb/IIIa afin de former des aggrégats à 
l’aide du vWF et du fibrinogène. Ces aggrégats freinent le flot sanguin et servent de matrice de 
base pour la formation du caillot. L’activation des plaquettes engendre aussi la libération de leurs 
granules, ce qui amplifie l’activation plaquettaire et stimule le recrutement de cellules comme les 
fibroblastes, les macrophages et les cellules endothéliales. 
En parallèle avec l’activation plaquettaire, la cascade de coagulation permet l’activation du 
fibrinogène en monomères de fibrine, qui se polymérisent ensuite pour former la fibrine, qui est 
insoluble et qui participe à la formation du caillot sanguin (Figure 1-8). L’activation du 
fibrinogène peut se faire selon deux voies : la voie extrinsèque et la voie intrinsèque qui 
convergent toutes deux à l’activation du facteur X. 
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Figure 1-8 : Cascade de coagulation (Adams & Bird, 2009). APTT = activated partial 
thromboplastin time, PT = prothrombin time, PL = phospholipides. 
1.3.1.1 La voie extrinsèque de coagulation 
La voie extrinsèque de la coagulation se déclenche très rapidement car une petite partie du facteur 
VII est constitutivement active (Morrissey, 2001). Lors d’un endommagement vasculaire, le 
facteur VII actif (VIIa) pourra se lier au facteur tissulaire (TF) car ce dernier est un récepteur 
membranaire présent à la surface de nombreuses cellules extravasculaires qui sont exposées en 
raison de la lésion. L’affinité de la liaison entre le facteur VIIa et le TF est optimale en présence 
de phospholipides (Sen, Neuenschwander, Pendurthi, & Rao, 2010). Le complexe VIIa : TF 
pourra alors activer le facteur X. En clinique, le bon déroulement de cette voie est vérifiée par le 
prothrombin time (PT), qui indique le temps nécessaire au plasma citraté d’un patient pour 
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coaguler après l’addition de calcium, de TF et de phospholipides (Kamal, Tefferi, & Pruthi, 
2007). 
1.3.1.2 La voie intrinsèque de coagulation 
La voie intrinsèque ne requiert pas d’endommagement vasculaire pour se déclencher. Lorsque le 
facteur XII se lie à une surface chargée négativement, il s’active et déclenche la voie intrinsèque 
de la coagulation. Les parois cellulaires lésées présentent des charges négatives qui peuvent 
activer le facteur XII, mais d’autres surfaces comme le verre, par exemple, peuvent aussi 
déclencher la coagulation sanguine en activant spontanément le facteur XII. Le facteur XIIa 
activera ensuite le facteur XI, qui activera le facteur IX, qui activera à son tour le facteur X. En 
clinique, le bon déroulement de cette voie est vérifiée par le activated partial prothrombin time 
(PT), qui indique le temps nécessaire au plasma citraté d’un patient pour coaguler après l’addition 
de calcium et de phospholipides, sans TF (Kamal, et al., 2007). 
1.3.1.3 Voie commune de la coagulation 
Ces deux voies aboutissent à l’activation du facteur X, qui clive la prothrombine pour en libérer 
la thrombine, qui active à son tour le fibrinogène en monomères de fibrine par clivage des 
fibrinopeptides. Les monomères de fibrine formeront alors un réseau polymérique qui, avec les 
agrégats plaquettaires, formera le caillot sanguin. Le caillot est une structure temporaire mais 
importante car elle forme la matrice à partir de laquelle le tissu de réparation se développera. 
1.3.2 Inflammation 
Les informations présentées à la section 1.3.2 proviennent de (Kindt, Goldsby, & Osborne, 
2007), sauf quand une référence spécifique est indiquée. 
L’inflammation est un phénomène vasculaire et cellulaire qui se traduit entre autres par la 
vasodilatation des vaisseaux, une augmentation de la perméabilité des capillaires et la migration 
successive de neutrophiles et de macrophages dans le tissu. L’afflux de neutrophiles se fait 
généralement dans les premières minutes suivant l’incident. Les neutrophiles phagocytent les 
corps étrangers en plus de sécréter une variété de cytokines pro-inflammatoires comme les 
macrophages inflammatory proteins (MIP-1α/CCL3 et MIP-1β/CCL4) qui induisent la 
chémoattraction de macrophages environ 5 à 6 heures après le début de l’inflammation. Les 
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monocytes en circulation sont alors extravasés dans le tissu et se différencient en macrophages. 
Les macrophages activés exhibent une capacité accrue à la phagocytose et sécrètent des cytokines 
comme l’interleukine-1 (IL-1), l’interleukine-6 (IL-6) and le tissue necrosis factor-α (TNFα) qui 
amplifient la réaction inflammatoire en recrutant davantage de neutrophiles, de macrophages et 
de lymphocytes. Si le stimulus persiste, l’inflammation continue de s’amplifier et peut causer des 
dommages tissulaires et de la fibrose. 
1.3.3 Prolifération 
Les macrophages activés sécrètent aussi le transforming growth factor-β (TGF-β), qui stimule le 
recrutement de fibroblastes environ 2 à 4 jours suite à l’apparition de la lésion. Les fibroblastes 
synthétisent la matrice extracellulaire (collagène, protéoglycanes et glycoprotéines adhésives) 
avant d’amorcer la régénérescence du tissu. Alors que les cellules phagocytaires éliminent les 
fragments endommagés du tissu lésé, le caillot est résorbé et des cellules endothéliales sont 
recrutées, qui vont s’organiser en vaisseaux sanguins. Le caillot sanguin est donc remplacé 
graduellement par un tissu de granulation. Vers la fin de la phase d’amplification, une 
monocouche de cellules épithéliales couvre la région lésée. 
1.3.4 Remodelage et maturation de la cicatrice cutanée 
Cette dernière phase est caractérisée par un équilibre entre la synthèse de matrice extracellulaire 
par les fibroblastes et sa dégradation par les métalloprotéinases exprimées par les fibroblastes, les 
neutrophiles et les macrophages. Durant la maturation de la cicatrice, l’angiogénèse et l’activité 
des métalloprotéinases sont éventuellement ralenties pour enfin résulter en un tissu cicatriciel 
principalement formé de fibres de collagène avec une force tensile considérable. 
1.3.5 Réparation intrinsèque du cartilage 
Les lésions du cartilage sont regroupées en deux catégories en fonction de leur profondeur. Les 
lésions chondrales (partial-thickness) ne sont pas suffisamment profondes pour atteindre l’os 
sous-chondral et sont donc confinées au sein du cartilage articulaire (Hunziker, 1999). Les lésions 
sous-chondrales (full-thickness), quant à elles, pénètrent l’os sous-chondral, ce qui permet un 
accès direct avec des cellules qui s’y trouvent (Shapiro, Koide, & Glimcher, 1993). 
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1.3.5.1 Lésions chondrales 
Les informations présentées à la section 1.3.5.1 proviennent de (Hunziker, 1999), sauf quand une 
référence spécifique est indiquée. 
Les lésions chondrales qui n’atteignent pas l’os sous-chondral sont caractérisées par une absence 
de réparation tissulaire spontanée. En effet, en plus de n’avoir aucune vascularisation, la matrice 
du cartilage articulaire a un caractère antiadhésif qui empêche l’ancrage des cellules provenant du 
synovium. 
1.3.5.2 Lésions sous-chondrales 
Les informations présentées à la section 1.3.5.2 proviennent de (Shapiro, et al., 1993), sauf quand 
une référence spécifique est indiquée. Ces informations portent sur les lésions sous-chondrales de 
grande taille chez le lapin. 
Les lésions sous-chondrales peuvent se réparer spontanément, quoique le tissu qui en résulte soit 
du fibrocartilage. Le fibrocartilage contient une quantité prédominante de collagène de type I 
ainsi que du collagène de type II, contrairement au cartilage hyalin sain qui contient 
principalement du collagène de type II (Mainil-Varlet et al., 2010). Immédiatement suite à la 
création d'une lésion de 3 mm de diamètre et de 3 mm de profondeur dans la trochlée d'un lapin, 
un caillot sanguin remplira la cavité. Deux jours plus tard, le caillot adhère au tissu osseux, mais 
pas au tissu cartilagineux, tandis que les chaînes de fibrines s’étendent sur toute la largeur de la 
lésion. Après cinq jours, le caillot de fibrine est rempli de cellules mésenchymateuses. Après une 
semaine, le caillot est presque complètement résorbé et la lésion est remplie de cellules 
mésenchymateuses qui, entre dix et quatorze jours, se différencieront en chondrocytes qui 
synthétisent la matrice extracellulaire riche en protéoglycanes. À huit semaines, le tissu de 
réparation est très similaire au cartilage articulaire et à 24 semaines, la surface du tissu de 
réparation est continue avec le cartilage natif. À partir de 48 semaines, par contre, le tissu de 
réparation, composé de fibrocartilage, a rempli la cavité et commence à montrer des signes de 
dégénérescence. Le cartilage natif à proximité de la lésion devient alors majoritairement 
nécrotique et déficient en glycosaminoglycanes. 
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1.3.6 Arthrose 
L’arthrose se manifeste par la dégénérescence chronique du cartilage articulaire (Figure 1-9), ce 
qui engendre des dysfonctions au niveau de la mobilité et des douleurs importantes (Buckwalter 
& Brown, 2004). Malgré le rôle central qu’a le cartilage articulaire dans le développement de 
l’arthrose, il devient de plus en plus évident qu’il s’agit d’une pathologie qui affecte de nombreux 
éléments de l’articulation synoviale (Figure 1-10). Dans un premier temps, des altérations de l’os 
sous-chondral, dont l’augmentation de sa raideur et la modification de son taux de remodelage, 
ont été associées à l’apparition d’arthrose (Castañeda, Roman-Blas, Largo, & Herrero-Beaumont; 
Felson & Neogi, 2004). De plus, une importante proportion de patients atteints d’arthrose souffre  
aussi d’une inflammation secondaire du tissu synovial (Haywood et al., 2003). Enfin, des lésions 
du ménisque sont fréquentes dans les articulations atteintes d’arthrose (Hunter et al., 2005). 
 
 
 
Figure 1- 9 : Sections histologiques provenant de patients ayant subi une arthroplastie totale du 
genou en raison d’arthrose. Les sections sont colorées à la Safranin-O afin de marquer les 
glycosaminoglycanes et un score leur a été accordé en fonction de la qualité du cartilage 
articulaire (Kleemann, Krocker, Cedraro, Tuischer, & Duda, 2005). 
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Figure 1-10 : Radiographie antéropostérieure d’un genou qui démontre une réduction de l’espace 
articulaire, de la sclérose et la formation d’un ostéophyte (flèche blanche), tous des 
caractéristiques de l’arthrose (Jacobson, Girish, Jiang, & Sabb, 2008). 
Les deux types d’arthrose les plus fréquents sont l’arthrose idiopathique et l’arthrose post-
traumatique. L’arthrose idiopathique affecte principalement les individus de plus de 60 ans 
(Buckwalter & Mankin, 1998a; Felson et al., 2000). D’autre part, l’arthrose post-traumatique 
touche beaucoup plus les jeunes adultes et se développe suite à une blessure articulaire (Brown, 
Johnston, Saltzman, Marsh, & Buckwalter, 2006; Buckwalter & Brown, 2004; Martin & 
Buckwalter, 2006; Roos, 2005). Environ 50% des patients qui subissent des traumatismes 
articulaires développent de l’arthrose post-traumatique, qui représente déjà 12% de tous les cas 
d’arthrose (Brown, et al., 2006; Lotz & Kraus, 2010). Contrairement aux patients plus âgés, pour 
qui on peut considérer des traitements plus drastiques comme le remplacement total de 
l’articulation en combinaison avec une réduction de l’activité physique, le traitement de jeunes 
adultes atteints d’arthrose sévère est particulièrement problématique (Buckwalter & Brown, 
2004). Il s’avère donc primordial de développer de nouvelles thérapies moins invasives, plus 
accessibles et plus efficaces pour permettre la guérison totale des traumatismes articulaires 
initiaux et ainsi empêcher le développement de l’arthrose post-traumatique. 
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1.3.7 Traitement des lésions du cartilage articulaire 
En raison des faibles propriétés régénératrices du cartilage articulaire et de l’impact et des risques 
importants de complications futures lorsque des lésions articulaires ne sont pas traitées, une 
grande variété de traitements sont disponibles et de nouvelles techniques sont constamment 
investiguées (Bedi, Feeley, & Williams, 2010; Simon & Jackson, 2006). Dans cette section, les 
thérapies les plus efficaces et communes seront présentées, ainsi que certaines nouvelles avenues 
qui montrent un potentiel intéressant. 
1.3.7.1 Arthroplastie 
L’arthroplastie consiste en un remplacement total d’une articulation par une prothèse synthétique 
(Figure 1-11) et comporte ses avantages et ses inconvénients. Dans le cas de l’arthroplastie totale 
du genou, par exemple, les faibles taux de révision (Kane, Saleh, Wilt, & Bershadsky, 2005; 
Sheng et al., 2004) et la rentabilité (Karuppiah, Banaszkiewicz, & Ledingham, 2008; Losina et 
al., 2009) de la procédure ont été démontrées. Par contre, la prothèse a une durée de vie limitée 
(remplacement après ~10 - 15 ans) et plusieurs patients continuent de ressentir de la douleur 
(Wylde, Dieppe, Hewlett, & Learmonth, 2007; Wylde, Learmonth, Potter, Bettinson, & Lingard, 
2008). Cette procédure est donc généralement réservée pour les patients plus âgés qui ne 
nécessiteront pas de chirurgie de révision. 
25 
 
 
Figure 1- 11 : Radiographie d’une prothèse utilisée lors de l’arthroplastie totale du genou (H. M. 
Ma, Lu, Ho, & Huang, 2005). 
1.3.7.2 Techniques de stimulation de la moelle osseuse 
Les techniques de stimulation de la moelle osseuse consistent à la création de perforations 
ostéochondrales afin que les cellules issues de l’os sous-chondral puissent migrer vers la lésion, 
précédemment débridée de son cartilage. Les deux principales techniques de stimulation de la 
moelle osseuse sont le perçage et la microfracture. La chirurgie, qui peut se faire par arthroscopie 
ou par arthrotomie, implique le débridement du cartilage, l’enlèvement de la couche de cartilage 
calcifié et la perforation de l’os sous-chondral (Figure 1-12A–C). Un caillot sanguin se formera 
ensuite au-dessus de la lésion (Figure 1–12D). Par contre, les caillots se rétractent (Morgenstern, 
Daub, & Dierichs, 2001), ce qui limite l’accès de la surface de la lésion au caillot (Hoemann, 
Hurtig, et al., 2005) et ainsi, aux cellules qu’il contient. 
La couche de cartilage calcifié est enlevée car elle diminue l’intégration et le développement du 
tissu de réparation (Frisbie et al., 2006). La perforation de l’os sous-chondral peut se faire par 
perçage ou par microfracture. Le perçage a été utilisé pendant de nombreuses années avant que 
l’hypothèse que la friction causée par le perçage libère de la chaleur, qui induit la nécrose des 
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cellules de l’os sous-chondral, soit avancée. Une étude récente a par contre révélé qu’une 
irrigation suffisante lors du perçage ne causait pas de mort cellulaire, alors que la microfracture 
pouvait causer de la compaction osseuse aux abords du trou, ce qui diminue l’accès de la lésion à 
la moelle osseuse (Chen H., et al., 2009). Lors de la microfracture, un pic en forme de cône est 
utilisé pour percer plusieurs trous dans l’os sous-chondral en laissant un espace de 3-4mm entre 
chaque trou (Figure 1–12D). Lors de la réhabilitation, les patients sont encouragés à entreprendre 
des mouvements continus et passifs, ce qui améliore la nutrition du cartilage et stimule la 
différenciation des cellules souches mésenchymateuses (Mithoefer et al., 2006). 
De nombreuses études cliniques ont rapporté une réduction de la douleur et un gain de fonction 
causés par la microfracture (Mithoefer et al., 2005; Steadman et al., 2003). Par contre, le tissu de 
réparation contient du collagène de type I, II et III (Bae, Yoon, & Song, 2006), contrairement au 
cartilage hyalin, ce qui est vraisemblablement une des raisons pour laquelle les gains apportés par 
la microfracture s’amenuisent avec le temps (Gobbi, Nunag, & Malinowski, 2005; Mithoefer, 
Scopp, & Mandelbaum, 2007; Mithoefer, Williams, Warren, Wickiewicz, & Marx, 2006). L’âge 
est par contre un facteur important, alors que la technique est beaucoup plus efficace chez les 
jeunes patients (Gobbi, et al., 2005; Mithoefer, Williams, Warren, Wickiewicz, et al., 2006). Cet 
impact de l’âge des patients dans le succès de la microfracture pourrait être causé par la 
diminution de l’activité anabolique des chondrocytes âgés, tel que démontré in vitro avec des 
chondrocytes bovins (Tran-Khanh, Hoemann, McKee, Henderson, & Buschmann, 2005). 
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Figure 1-12 : Schématisation des quatre étapes de la microfracture. A) Le débridement du 
cartilage, B) l’enlèvement du cartilage calcifié, C) la perforation par microfracture et D) la 
formation d’un caillot sanguin (Images modifiées de Mithoefer, Williams, Warren, Potter, et al., 
2006). 
1.3.7.3 Implantation de chondrocytes autologues 
L’implantation de chondrocytes autologues est présentement une des techniques les plus utilisées 
pour traiter les lésions du cartilage articulaire. En 2008, on estimait par exemple que 20 000 
patients avaient été traités par cette technique (Brittberg, 2008). Dans un premier temps, une 
arthroscopie est requise afin d’évaluer la lésion et de prélever du cartilage sain provenant d’une 
région peu sollicitée par les charges mécaniques, généralement le condyle fémoral ou le tibia 
proximal. Des chondrocytes individuels sont isolés du cartilage par digestion à la collagénase et 
sont ensuite cultivés in vitro pour 2-4 semaines, puis resuspendues à 30 millions de cellules/mL. 
Une arthrotomie, soit l’ouverture de l’articulation par incision, est ensuite pratiquée. Le cartilage 
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lésé est débridé, puis un morceau du périoste tibial est prélevé et fixé par suture au-dessus de la 
lésion cartilagineuse. Les chondrocytes cultivés sont ensuite injectés sous le périoste et la plaie 
est refermée (Brittberg, 2008; Brittberg et al., 1994; Gillogly, Myers, & Reinold, 2006) (Figure 
1-13).  
 
Figure 1-13 : Procédure d’implantation de chondrocytes autologues. Une biopsie de cartilage 
sain est effectuée et les chondrocytes sont ensuite isolés du cartilage et cultivés in vitro. Les 
chondrocytes autologues seront ensuite implantés sous un morceau de périoste tibial, fixé au-
dessus de la lésion débridée (Brittberg, et al., 1994). 
De nombreuses études ont conclu que le taux de succès de cette technique est très élevé, (Bentley 
et al., 2003; Brittberg, et al., 1994; Peterson, Brittberg, Kiviranta, Akerlund, & Lindahl, 2002; 
Peterson et al., 2000; Zaslav et al., 2009). Cependant, des échecs ont été rapportés, 
principalement une persistance des douleurs ou symptômes mécaniques, le détachement du 
périoste et l’hypertrophie tissulaire (Wood et al., 2006). Afin de pallier ces limitations, quelques 
solutions ont été élaborées. Par exemple, des membranes de collagène porcin (Behrens, Bitter, 
Kurz, & Russlies, 2006; Zheng et al., 2007), d’acide hyaluronique (Kon et al., 2009; Marcacci et 
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al., 2005) ou de polymères synthétiques (Erggelet et al., 2010; Ossendorf et al., 2007) sont 
présentement évalués en clinique et donne des résultats prometteurs. 
Quelques inconvénients majeurs demeurent cependant présent dans tous les cas, soit la nécessité 
de recourir à deux chirurgies séparées par une période d’attente pendant la maturation des 
chondrocytes prélevés, le coût élevé de la procédure et la complexité des procédures chirurgicales 
et de culture cellulaire in vitro. 
Une étude clinique randomisée a aussi comparé directement l’implantation de chondrocytes 
autologues à la microfracture chez 80 patients avec un âge moyen de 32,2 ans (Knutsen, et al., 
2007). Après 5 ans, les deux méthodes ont conduit à une amélioration des symptômes cliniques 
dans 77% des cas. Comme la microfracture est beaucoup plus rapide ainsi que moins invasive et 
coûteuse, elle a été recommandée comme traitement de première ligne pour des petites lésions 
chondrales. Par contre, l’implantation de chondrocytes autologues est généralement considérée 
comme le traitement de choix pour des lésions plus volumineuses (Brittberg, 2008). 
1.3.7.4 Implants acellulaires 
Les biomatériaux dont l’efficacité ne dépend pas du prélèvement, de l’expansion en culture et de 
l’ensemencement de cellules autologues ont l’avantage de ne nécessiter qu’une seule chirurgie, 
d’être moins coûteux et d’être plus pratiques à utiliser en clinique, alors que les conditions de 
conservation sont beaucoup moins contraignantes que les biomatériaux contenant des cellules, 
Par exemple, dans une étude de cas chez l’humain, un implant fait de fibres d’acide 
polyglycolique et de poly(D,L-lactide-co-glycolide) inséré dans des lésions ostéochondrales a 
entraîné l’élimination totale de la douleur et une reprise complète des activités fonctionnelles du 
patient après 24 mois de réhabilitation continue (Carmont et al., 2009). Par contre, d’autres 
études ont démontré que de 6 à 12 mois après l’implantation, cet implant persistait toujours dans 
la lésion et inhibait la régénérescence de l’os sous-chondral (Barber & Dockery, 2011; Streitparth 
et al., 2009). Un implant tubulaire composé de poly(D,L-lactide-co-glycolide) a aussi été inséré 
dans de très larges lésions ostéochondrales (lésions cylindriques de 5mm de diamètre et 5mm de 
profondeur) dans une étude utilisant le lapin comme modèle animal. 24 semaines après 
l’opération, une bonne régénérescence du cartilage dans la majorité des lésions a été observée 
(Toyokawa et al., 2010). 
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Il a aussi été démontré que des implants de chitosane et de disodium β-glycérol phosphate (GP) 
combinés au sang autologue d’animaux (moutons et lapins) ont la capacité, lorsque solidifiés sur 
des trous de stimulation de moelle osseuse, d’améliorer le caractère hyalin du tissu de réparation 
en comparaison avec des trous traités uniquement par des techniques de stimulation de la moelle 
osseuse (Chevrier, et al., 2007; Hoemann, Hurtig, et al., 2005; Hoemann, Sun, et al., 2007). 
Comme ces implants sont à la base du projet de recherche sur lequel ce mémoire porte, la section 
1.4 présentera le chitosane, les origines de la réparation du cartilage par le chitosane et les 
dernières innovations qui ont précédé et inspiré notre projet de recherche. 
1.4 Le chitosane 
1.4.1 Structure et propriétés 
Le chitosane est un polysaccharide cationique et linéaire dérivé de la chitine, un polymère naturel 
composé de N-acétylglucosamine que l’on retrouve notamment dans la carapace des crustacés. 
Le chitosane est obtenu par la déacétylation partielle des N-acétylglucosamines de la chitine en 
présence d’un agent alcalin ou par digestion enzymatique, ce qui conduit à une quantité variable 
de D-glucosamines et de N-acétylglucosamines liés en β(1→4) (Figure 1-14). 
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Figure 1-14 : Structure de (a) la chitine, (b) du chitosane et (c) du chitosane partiellement 
désacétylé (DA = degré d’acétylation) (Image tirée de Rinaudo, 2006). 
Le chitosane est biodégradable en monosaccharides et oligosaccharides non-toxiques (Lee, Ha, & 
Park, 1995; Onishi & Machida, 1999). Il possède aussi des propriétés anti-bactériennes (Chung et 
al., 2004), antifongiques (Jayakumar, Prabaharan, Sudheesh Kumar, Nair, & Tamura, 2011) et 
hémostatiques (Klokkevold, Fukayama, Sung, & Bertolami, 1999). La nature polycationique du 
chitosan lui confère aussi une capacité d’adhésion envers les tissus chargés négativement comme 
les tissus chargés en glycosaminoglycanes et protéoglycanes, notamment le cartilage et l’os 
(Henriksen, Green, Smart, Smistad, & Karlsen, 1996). 
Les propriétés du chitosane dépendent de son taux de désacétylation (DDA). Par exemple, le 
chitosane complètement désacétylé (98%DDA) est moins soluble que le chitosane partiellement 
désacétylé (72%DDA) (Lavertu, Filion, & Buschmann, 2008). De plus, le chitosane 95%DDA 
n’est pas chémotactique pour les neutrophiles, tandis que le chitosane de 80%DDA induit le 
recrutement de neutrophiles, sans toutefois déclencher la production d’espèces réactives 
d’oxygène et sans provoquer leur dégranulation (Simard et al., 2009). 
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Il a été démontré que des solutions de chitosane et de glycérol phosphate présentent des 
propriétés de gélification thermosensibles (Chenite et al., 2000). Cette propriété est causée par le 
transfert de protons des groupements amines du chitosane au glycérol phosphate lorsque la 
solution est chauffée, ce qui neutralise les glucosamines, induit des interactions chitosane-
chitosane et déclenche la gélification (Lavertu, et al., 2008). Le gel ainsi formé a entre autres la 
propriété d’être cytocompatible (Hoemann, Chenite, et al., 2007; Hoemann, Sun, Legare, McKee, 
& Buschmann, 2005), ce qui a mené à l’hypothèse qu’il pourrait être utilisé pour stabiliser le 
caillot sanguin sur une lésion ostéochondrale produite par des techniques de stimulation de la 
moelle osseuse. Le gel a entre autres la capacité de persister dans une lésion ostéochondrale de 
lapin durant une semaine (Hoemann, Sun, et al., 2005), tandis qu’une variation, le chitosane-
GP/hydroxyéthyl cellulose est éliminé après un mois dans un modèle d’arthroplastie mosaïque 
chez le mouton (Hoemann, Chenite, et al., 2007). Les implants à base de chitosane et de sang 
autologue qui permet de stimuler la solidification de l’implant grâce à la coagulation, ont ainsi été 
étudiés intensivement dans le domaine de la régénérescence du cartilage. 
1.4.2 Rôle du chitosane dans la régénérescence du cartilage 
1.4.2.1 Modèle animal : le lapin 
La majorité des études pré-cliniques présentées à la section 1.4.2.2 a été effectuée chez le lapin, 
tout comme l’étude qui sera exposée au Chapitre 3. Les lapins sont utilisés depuis longtemps en 
recherche préclinique  pour évaluer la régénérescence du cartilage. Il s’agit d’un modèle facile à 
manipuler et peu coûteux. De plus, il existe une base de littérature abondante qui permet de faire 
des comparaisons aisément (Hurtig et al., 2011). Par contre, il faut s’assurer que les paramètres 
de notre étude soient adaptés à notre modèle animal. Par exemple, il a été démontré que la 
régénérescence cartilagineuse suivant la création de lésions ostéochondrales dans des lapins de 8 
mois donnait un tissu de qualité inférieure et moins bien intégré que chez des lapins de 5 et 3 
mois jusqu’à 24 semaines après la chirurgie (Wei, Gao, & Messner, 1997; Wei & Messner, 
1999). La maturité ostéochondrale du lapin a donc une influence directe sur la régénérescence du 
cartilage et afin de ne pas surestimer le succès possible chez l’humain, des lapins âgés de 8 mois 
ou plus sont recommandés (Hurtig, et al., 2011). Le cartilage du lapin est aussi particulièrement 
mince, soit d’environ 0.3mm pour le condyle fémoral médian (Frisbie, Cross, & McIlwraith, 
2006). Pour s’assurer d’élaborer des études pré-cliniques qui pourront représenter la 
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régénérescence du cartilage chez l’humain avec un maximum de fidélité, il est donc important de 
considérer ces variables. 
1.4.2.2 Études pré-cliniques 
De nombreuses études précliniques ont été effectuées sur un implant chitosane-GP/sang 
autologue qui est solidifié in situ, au-dessus de trous perforés dans les trochlées de moutons ou de 
lapins selon les techniques de stimulation de la moelle osseuse présentées précédemment (Figure 
1-15). Les principaux résultats de ces études, principalement au niveau des caractéristiques du 
tissu de réparation des lésions traitées qui sont associées à la régénérescence du cartilage, seront 
présentés dans la section suivante, ainsi que résumés au Tableau 1.1, situé à l’annexe 1.  
 
Figure 1-15 : Modèle chirurgical pour les implants chitosane-GP/sang chez le lapin New Zealand 
White (Chevrier, et al., 2007). Des perforations sont effectuées dans les deux trochlées de 
l’animal et A) une trochlée servira de contrôle sans implant tandis que B) la trochlée 
controlatérale sera traitée avec un implant de chitosane-GP/sang solidifié in situ. I = implant. 
 
Durant les chirurgies, les implants sont stabilisés sur la région débridée (Hoemann, Hurtig, et al., 
2005) et resteront résidents dans la lésion durant 21 jours, étant complètement dégradés après 35 
jours (Chevrier, et al., 2007). Dans les premières 24 heures suivant la chirurgie, les implants 
chitosane-GP/sang induisent la chémoattraction de neutrophiles, qui sont détectables dans les 
lésions pendant 21 jours, par rapport aux contrôles qui n’induisent qu’un recrutement transitoire 
et moins accru d’un à 7 jours post-chirurgie (Chevrier, et al., 2007). Des cellules stromales sont 
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aussi recrutées dans les lésions contrôles et traitées, mais sont particulièrement prédominantes 
dans les lésions traitées 21 jours post-chirurgie (Chevrier, et al., 2007). Des macrophages activés 
alternativement (AA) seront aussi transitoirement recrutés dans les lésions de 7 à 14 jours post-
chirurgie (Hoemann et al., 2010). Enfin, des ostéoclastes seront recrutés aux bords du trou après 7 
jours, dans l’os sous-chondral en réparation après 14 jours, puis sous le cartilage endochondral 
après 56 jours (Chen G., et al., 2011). Ce recrutement d’ostéoclastes sera accompagnée par un 
remodelage accru de l’os sous-chondral (Chevrier, et al., 2007; Hoemann, Sun, et al., 2007), une 
intégration accrue du tissu de réparation aux tissus résidents (Chen G., et al., 2011; Hoemann, et 
al., 2010; Hoemann, Chenite, et al., 2007; Marchand et al., 2011), une plaque sous-chondrale, qui 
délimite le cartilage et l’os sous-chondral, plus poreuse et vascularisée (Hoemann, Sun, et al., 
2007) et une vascularisation transitoire accrue de l’os sous-chondral (Chevrier, et al., 2007; 
Hoemann, et al., 2010). Les implants vont entraîner le retardement du dépôt de collagène et de 
GAG, qui ne seront pas présents dans les lésions à 14 jours par rapport aux contrôles (Chevrier, 
et al., 2007; Chevrier, Hoemann, Sun, & Buschmann, 2011). La matrice extracellulaire 
commencera en fait à être synthétisée 21 jours post-chirurgie (Chevrier, et al., 2011). Après 35 
jours, on observe que les foyers de collagène et de GAG se situent plus près du haut des trous 
(Chevrier, et al., 2011) et que les lésions traitées contiennent autant d’os sous-chondral que les 
lésions contrôles, ce qui indique un freinage du remodelage sous-chondral (Chevrier, et al., 
2007). 56 jours après la chirurgie, on aperçoit enfin un cartilage plus hyalin, un tissu osseux en 
réparation et les lésions démontrent une structure qui leur accorde un pointage histologique, le 
pointage O’Driscoll (O'Driscoll, Keeley, & Salter, 1988), supérieur aux lésions contrôles 
(Hoemann, et al., 2010; Hoemann, Sun, et al., 2007). De 6 à 6,5 mois suite à la chirurgie, les 
lésions vont ainsi exposer un cartilage hyalin caractérisé par des taux élevés de collagène de type 
II et de GAG, ainsi qu’un pointage histologique élevé selon les critères d’O’Driscoll (Hoemann, 
Hurtig, et al., 2005; Marchand, et al., 2011). 
1.4.2.3 Stimulation de la coagulation par des facteurs de coagulation 
La solidification in situ des implants chitosane-GP/sang prend environ 15 minutes chez les 
patients humains (Shive, et al., 2006). Afin d’accélérer la coagulation, l’action de différents 
facteurs sur la solidification des implants a été évaluée. In vitro, il a été démontré que l’addition 
de facteur tissulaire (TF), de thrombine (IIa) et de facteur VII activé recombinant humain 
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(rhFVIIa) accéléraient les temps de coagulation d’implants chitosane-GP/sang contenant du sang 
complet humain, TF ayant l’effet le plus prononcé (Marchand, et al., 2009). De plus, dans un 
modèle de solidification in situ chez le lapin similaire à celui présenté à la Figure 1-15, l’addition 
de IIa humain ou de rhFVIIa + TF humain accéléraient significativement la solidification des 
implants, malgré l’utilisation de facteurs de coagulation humains conjugués au sang de lapin 
(Marchand, et al., 2009). Cette étude a donc démontré le potentiel de l’ajout de tels facteurs afin 
d’accélérer la solidification des implants. À plus long terme, les implants contenant de la 
thrombine humaine se sont avérés davantage résidents dans les lésions après 14 jours (Chen G., 
et al., 2011) et après 6,5 mois, la co-présence de thrombine humaine n’a pas empêché la synthèse 
d’un cartilage hyalin, caractérisé par des taux élevés de GAG et de collagène de type II, par les 
implants chitosane-GP/sang chez le lapin (Marchand, et al., 2011). 
1.4.2.4 Libération de chémoattractants par les implants chitosane/sang 
Afin d’élucider les mécanismes cellulaires qui expliquent la chémoattraction précoce de 
neutrophiles, suivie par le recrutement de macrophages AA, d’ostéoclastes et de cellulles 
stromales qui sont stimulés pas les implants à base de chitosane, plusieurs études in vitro ont été 
effectuées. Il a été déterminé que les implants chitosane-GP/sang et des caillots sanguins seuls 
relâchaient des niveaux similaires de PDGF, d’IL-8/CXCL8 et de MCP-1/CCL2, tout en 
n’induisant pas la sécrétion d’IL-1β ou d’IL-6 (Hoemann, et al., 2010). Des particules de 
chitosane n’ont pas affecté la sécrétion in vitro de VEGF, d’IL-6, d’IL-8/CXCL8, de TNF-α, 
d’IL-1β, de GM-CSF, de MIP-1α, de MIP-1β, d’eotaxin/CCL11, d’IFN-α, d’IFN-γ, d’IP-
10/CCL10, ni d’une variété d’interleukines de cellules stromales de moelle osseuse humaines 
(Guzman-Morales et al., 2009). Une autre étude in vitro a par contre démontré que des particules 
de chitosane induisaient la libération de MCP-1, de MIP-1α, de MIP-1β, de GM-CSF, de 
RANTES et d’IL-1β par des macrophages murins dérivés de la moelle osseuse (Guzman-Morales 
et al., 2011). 
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CHAPITRE 2 DÉMARCHE DE L’ENSEMBLE DU TRAVAIL 
Les implants chitosane/sang ont déjà fait leurs preuves quant à leur capacité de générer un 
cartilage plus hyalin, mieux intégré au tissu résident et mieux vascularisé que les techniques de 
stimulation de la moelle osseuse seules. Par contre, la solidification de l’implant directement au-
dessus des lésions, processus qui prend environ 15 minutes, cause quelques inconvénients, 
notamment au niveau du temps que l’équipe chirurgicale doit attendre et du fait que l’implant 
doit rester sur une surface plate à l’horizontale tout au long de cette attente. Afin d’éliminer ces 
contraintes, nous avons décidé d’investiguer le potentiel d’un nouveau type d’implant de forme 
cylindrique qui sera pré-solidifié ex vivo, puis inséré directement dans des lésions percées. Afin 
d’évaluer efficacement le potentiel de notre approche, nous avons élaboré une étude de type 
« preuve de concept » avec peu d’animaux (N=5) et un court temps de traitement (3 semaines). 
2.1 Objectif général du mémoire 
Créer un nouvel implant à base de chitosane qui possède les mêmes propriétés régénératrices du 
cartilage que les implants solidifiés in situ, mais en prônant une approche qui accélèrera la 
chirurgie et qui permettra de tester in vivo des chitosanes d’un plus grand éventail de poids 
moléculaire afin d’identifier ceux qui vont engendrer une réponse thérapeutique in situ adéquate. 
2.1.1 Hypothèse générale du mémoire 
Nous croyons que la pré-solidification ex vivo des implants permettra d’améliorer l’efficacité de 
la procédure chirurgicale tout en causant une réponse tissulaire plus vive que les implants 
solidifiés in situ en raison de la proximité du chitosane avec la moelle osseuse de l’os sous-
chondral ainsi que de la résidence accrue du chitosane dans les lésions. Nous croyons donc que le 
potentiel de régénérescence du cartilage de cette approche serait encore plus grand que par les 
méthodes utilisées précédemment.  
2.2 Objectifs spécifiques de l’article 
• Créer in vitro trois implants chitosane/sang pré-solidifiés avec des solutions de 
chitosane de différents poids moléculaires qui coagulent rapidement, qui sont 
suffisamment élastiques et résistants pour être implantés in vivo et qui retiennent 
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les molécules de chitosane qui se distribuent de manière homogène à travers les 
implants. 
• Insérer trois implants pré-solidifiés de chitosane de poids moléculaires différents 
dans des trous percés dans les trochlées de lapins qui rempliront adéquatement les 
lésions, qui n’auront pas été exclus des lésions après trois semaines et dont les 
molécules de chitosane seront partiellement dégradées après trois semaines en 
suivant des cinétiques cohérentes avec le poids moléculaire du chitosane. 
• Analyser les réponses cellulaires et tissulaires engendrées après trois semaines par 
l’insertion des implants pré-solidifiés dans les trous percés dans les trochlées de 
lapin. 
• Déterminer l’impact du poids moléculaire du chitosane sur la clairance de 
l’implant, sur la réaction inflammatoire engendrée et sur les signes précurseurs de 
régénérescence du cartilage. 
2.2.1 Hypothèses spécifiques de l’article 
• Avec l’ajout de facteur tissulaire, nous croyons que les implants se solidifieront 
rapidement, qu’ils seront élastiques mais solides et qu’une agitation vive et 
suffisamment longue permettra au chitosane de se répandre de manière homogène 
à travers les implants. 
• Nous croyons que tous les implants sont d’un diamètre suffisant pour remplir 
latéralement les lésions et que l’insertion des implants à l’intérieur des trous 
assurera leur rétention pendant trois semaines. Nous croyons aussi que les 
implants seront dégradés en fonction du poids moléculaire de leur chitosane, les 
molécules plus légères ayant une clairance plus rapide. 
• Les implants causeront un recrutement prononcé de neutrophiles et d’ostéoclastes, 
ce qui causera un fort remodelage sous-chondral, une bonne intégration du tissu de 
réparation avec le tissu résident et un délai dans le dépôt des protéines de la 
matrice extracellulaire (glycosaminoglycanes, collagènes de type I et II). 
38 
 
• Les molécules de chitosane de haut poids moléculaire auront une résidence 
prolongée dans les lésions, ce qui augmentera la réaction inflammatoire initiale et 
se traduira ainsi par un recrutement de neutrophiles plus fort que les molécules de 
chitosane de plus petit poids moléculaire et ainsi, un délai accru dans le dépôt de la 
matrice extracellulaire, un potentiel chimiotactique plus grand pour les 
ostéoclastes et un remodelage sous-chondral plus important. 
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CHAPITRE 3 DES IMPLANTS CHITOSAN/SANG SOUS-CHONDRAUX 
ET PRÉ-SOLIDIFIÉS INDUISENT DES RÉPONSES PRÉCOCES 
REPRODUCTIBLES ASSOCIÉES À LA RÉGÉNÉRESCENCE 
OSTÉOCHONDRALE INCLUANT LA CHIMIOTAXIE DE 
NEUTROPHILES, LE REMODELAGE OSSEUX ET UNE 
AMÉLIORATION DU TISSU DE RÉPARATION 
3.1 Présentation de l’article 
Ce chapitre présente l’article rédigé dans le cadre de ce mémoire et répond à tous les objectifs et 
hypothèses présentées au Chapitre 2. 
 
Cet article a été soumis dans la revue Biomaterials en date du 27 octobre 2011. 
 
La contribution du premier auteur à la préparation, à l'obtention des résultats, à la rédaction et à la 
recherche bibliographique de cet article est évaluée à 85%. 
 
Nous soulignons la contribution technique de Geneviève Picard (histologie), Julie Tremblay 
(assurance qualité), Myriam Lamarre (marquage du chitosan) et Vincent Darras (caractérisation 
du chitosane). 
 
Description détaillée de la contribution des différents auteurs : 
 
Charles-Hubert Lafantaisie-Favreau: Collecte d'échantillons durant les nécropsies, génération, 
reconstruction et analyse des microtomographies numérisées, marquage histologique de type 
TRAP, analyse quantitative des données histologiques (TRAP) et histomorphométriques (col1, 
col 2, PMN-rich), géneration des images en fluorescence, coupes histologiques et quantification , 
compilation des données, interprétation des analyses poids moléculaires du chitosane, analyses 
statistiques, revue de littérature, rédaction de l'article, génération des figures et tableaux. 
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Jessica Guzmán-Morales: Collecte d'échantillons durant les nécropsies, génération, 
reconstruction et analyse des microtomographies numérisées, marquage histologique de type 
TRAP et Safranin O, marquage immunohistochimique pour col1 et col2, compilation des 
données. 
 
Jun Sun: Études préliminaires sur la solidification des implants, préparation des solutions de 
chitosane, chirurgies, nécropsies 
 
Gaoping Chen: Marquage immunohistochimique pour col1, analyse quantitative des données 
histologiques (TRAP) et histomorphométriques (col1, col2, PMN-rich) 
 
Adam Harris: Études préliminaires sur la solidification des implants, chirurgies, nécropsies 
 
T. Duncan Smith: Études préliminaires sur la solidification des implants, chirurgies, nécropsies 
 
Alberto Carli: Génération et reconstruction des microtomographies numérisées 
 
Janet Henderson: Conception, méthodologie des expériences de microtomographie numérisée 
 
William D. Stanish: Conception 
 
Caroline Hoemann: Conception, études préliminaires chirurgies, nécropsies, compilation des 
données, interprétation des analyses poids moléculaires du chitosane, analyses statistiques, revue 
de littérature, rédaction de l'article, génération des figures et tableaux. 
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3.2 Subchondral pre-solidified chitosan/blood implants elicit reproducible 
early osteochondral wound-repair responses including neutrophil 
chemotaxis, bone remodeling and enhanced repair tissue integration 
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3.2.1 Abstract 
A novel approach to guide the osteochondral-driven articular cartilage repair response is 
provided, using subchondral, pre-solidified chitosan/blood implants. Increasingly biodegradable 
implants were designed by combining one of 3 distinct chitosan molecular masses (150, 40, 10 
kDa), structurally matched fluorescent chitosan tracer, autologous rabbit whole blood, and Tissue 
Factor to accelerate clotting. Pre-solidified implants were press-fit in 3 evenly spaced trochlear 
knee microdrill holes in skeletally aged rabbits. At day 1 the implants laterally filled the defects 
and at 21 days the implants degraded in situ and attracted neutrophils with a potency proportional 
to chitosan molecular mass. Compared to drilled controls, defects treated with all 3 implants 
showed suppressed fibrocartilage development, increased osteoclast migration to the bone plate 
and bone plate remodeling, and significantly higher repair tissue integration with the bone plate. 
These data show that pre-solidified implants reside in situ and elicit favorable wound-repair 
responses that can be tuned according to chitosan structure, suggesting their utility in augmented 
marrow stimulation therapy. 
3.2.2 Keywords 
cartilage repair, bone repair, chitosan, osteoclast, neutrophil, collagen 
3.2.3 Introduction 
Bone marrow stimulation therapies such as microfracture are clinically used to repair full 
thickness cartilage defects by perforating the subchondral bone to allow the resulting defect to fill 
with marrow-derived blood that will clot in situ. The initial blood clot is eventually replaced with 
a repair tissue capable of growing from the holes and resurfacing the exposed bone to a variable 
extent [1, 2]. It has been shown that patients benefit from microfracture up to 2 years after the 
surgery, but the repair tissue is sometimes poorly integrated to the subchondral bone, composed 
mainly of fibrous tissue or fibrocartilage, and more prone to fail under load [3-5]. In situ 
coagulation of a chitosan-glycerol phosphate/blood implant over microfracture defects can lead to 
the formation of a more hyaline cartilage repair in animal models, compared to surgical marrow-
stimulation alone [6]. The formulation is comprised of ~80% deacetylated, medium-viscosity 
chitosan (molecular weight ~100-250 kDa) and has been shown to clear by one month in vivo 
[7]. Although the underlying mechanisms that mediate chitosan-based cartilage repair properties 
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are not fully understood, it has been observed that chitosan implants elicit the transient 
accumulation of neutrophils and osteoclasts, induce subchondral bone remodelling and 
angiogenesis, enhance repair tissue integration and delay chondrogenesis in repairing microdrill 
holes [7-10]. 
Chitosan/blood solutions require ~15 minutes to coagulate in the microfracture cartilage 
defect, which must be placed horizontally during in situ solidification [11, 12]. In this study, we 
conceived a new approach in which chitosan/blood implants would be pre-solidified ex vivo and 
then press-fit into marrow-stimulation channels. The pre-solidification of these implants could 
thus be synchronised with the surgical marrow-stimulation procedure to eliminate the wait time 
currently required for in situ solidification and the treatment of defects in any position in the joint 
could be enabled. Given that chitosan elicits a more hyaline repair through recruitment of bone 
marrow-derived stromal cells [7, 10] and osteoclasts [8], insertion of chitosan-blood implants 
directly inside marrow-stimulation defects would bring the chitosan particles in closer proximity 
to the bone marrow and could potentially elicit more reproducible effects compared to chitosan-
based implants solidified in situ on the defect surface. 
Biomaterials that do not need to be seeded with cultured cells have the advantage of being 
clinically practical and cost-efficient. Such biomaterials have previously been implanted into 
osteochondral defects with moderate success. A tubular implant composed of electrospun 
poly(D,L-lactide-co-glycolide) (PLG) inserted in large (5mm wide, 5mm deep) osteochondral 
defects in a rabbit model generated good cartilage repair in most defects at 24 weeks post-
operative [13]. Subchondral implants made of PLG copolymer, calcium sulfate, polyglycolide 
fibers and surfactant have demonstrated clinical benefit, with complete pain alleviation and 
resumption of functional activity after 24 months of continued rehabilitation in a case study [14]; 
although other studies reported that PLG persists and inhibits subchondral bone regeneration 6 to 
12 months post-operative [15, 16]. 
Chitosan is a biodegradable polysaccharide composed of glucosamine and ~20% N-
acetyl-glucosamine. A variety of in vitro studies and animal models showed that chitosan/blood 
implants stimulate bone marrow-derived hyaline articular cartilage repair, through a phase 
involving neutrophil-based polymer clearance and therapeutic inflammatory angiogenesis [6-10, 
17-19]. In this study, we conceived that a rapidly degrading chitosan implant placed in the 
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subchondral bone could elicit a therapeutic response similar to topical chitosan implants. To 
specifically and efficiently analyze the effect of chitosan molecular mass on osteochondral repair 
responses, we developed a novel in vivo formulation screening model in the rabbit, which has a 
higher metabolism and repairs more rapidly compared to large animals [20, 21]. To ensure 
relevance of the model for middle-aged cartilage repair patients (45-55 years old), we analyzed 
repair responses in skeletally aged rabbits (2.5 years old). Implants were delivered to drilled 
subchondral defects to avoid bone compaction and osteocyte death induced by microfracture 
[22]. 
Our study design permitted tracking of in vivo fate and tissue reactions using three 
implant formulations in 3 drill holes per knee trochlea. Three fluorescent chitosan tracers were 
specifically created to have the same molecular mass ranges, and the same rhodamine 
derivatization level (1 tag per 200 monomers) [23]. These tracers are an innovation that permitted 
easy monitoring of the chitosan particle distribution for each implant, and direct quantitative 
comparison of chitosan fate after 1-day and 3-weeks of in vivo repair. We tested several 
hypotheses: that the subchondral implants would be resident in the defects for three weeks, that 
chitosan particles would attract neutrophils, which would degrade the chitosan in situ with 
molecular mass-dependant kinetics, and that the implants would elicit osteoclasts, bone 
remodelling, and enhanced repair tissue-bone integration. Pre-solidified chitosan/NaCl-blood 
implants were thus expected to elicit distinct granulation tissue cells and different effects on 
subchondral bone than contralateral microdrilled controls at 3 weeks post-operative. 
3.2.4 Materials and methods 
3.2.4.1 Material and chitosan characterization 
High molecular weight chitosans (degree of deacetylation (DDA) and number-average 
molecular weight Mn: 81.8%DDA, 241.2 kDa and 81.9%DDA, 278 kDa; endotoxins <500 EU/g, 
<0.2% protein, <5ppm heavy metals, <0.2% ash) were obtained from BioSyntech (Laval, QC, 
Canada). 81.9% DDA chitosan was depolymerized by nitrous acid as previously described [24] 
to a targeted Mn of ~40kDa, and ~10kD, respectively (see Tableau 3.1, 40K and 10K). Chitosan 
free base powders were characterized for molecular weight (Mw), number-average molecular 
weight (Mn) and polydispersity index (PDI, calculated as Mw/Mn) by size-exclusion 
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chromatography (SEC) with a Gel Permeation Chromatography System, coupled with a Dawn 
HELEOS II multiangle laser light scattering detector (Wyatt Technology Co., Santa Barbara, CA, 
USA), a Viscostar II (Wyatt Technology Co., Santa Barbara, CA, USA), an Optilab rEX 
interferometric refractometer (Wyatt Technology Co., Santa Barbara, CA, USA), and two Shodex 
OHpak columns (SB-806M HQ and SB-805 HQ) connected in series, as previously described 
[25]. Chitosan was dissolved at 1 mg/mL in running buffer (pH 4.5 acetic acid, 0.15 M/sodium 
acetate, 0.1 M) and filtered through a 0.45 µm membrane prior to the analysis. It should be noted 
that nitrous acid cleaves the β–O-(1-4)glycosidic linkages without affecting the N-acetyl groups 
[26]. The DDA of the depolymerized chitosan is thus expected to be identical to the DDA of the 
parent chitosan (Tableau 3.1). Each resulting chitosan was dissolved at 20 mg/mL in 70 to 80 
mM HCl overnight then autoclave sterilized and characterized for solution pH and osmolality. 
The three chitosan preparations were termed 150K, 40K and 10K based on expected post-
autoclave Mn [23] (Tableau 3.1). In addition, three 80% DDA chitosans of each target Mn were 
derivatized with rhodamine B isothiocyanate-chitosan (RITC) as described [23], precipitated in 
free-base form, dissolved in dilute HCl at 5 mg/mL and 90% protonation, 0.22 µm filter-
sterilized, and the derivatization level determined by OD540 against a standard curve of 
rhodamine B (see RITC-chitosan, Tableau 3.1). All liquid chitosan aliquots were stored at -80ºC 
and thawed once prior to use. 
Recombinant human Tissue factor with phospholipids (Innovin®, Dade-Behring, 
Cedarlane, Mississauga, ON, Canada) was reconstituted with 2 mL water for injection (Abbott 
Laboratories, Dallas, TX, USA) at 5-times the normal recommended concentration and stored at 
4°C. Microman M100 tips and microman pipettors were from Gilson, Inc. (Middleton, MI, 
USA). Recombinant human Factor VIIa (rhFVIIa, Novo Nordisk, Copenhagen, Denmark) was 
reconstituted at 500 µg/mL in water for injection and stored as aliquots at -80ºC. 
3.2.4.2 Implant optimization and Rabbit surgical model 
All procedures involving animals were approved by institutional ethics review boards. For 
in vitro optimization studies, isotonic chitosan solutions [1.6% w/v chitosan-150 mM NaCl or 
1.6% w/v chitosan-100 mM β-glycerol phosphate (GP)] were made from distinct 2% w/v 
chitosan solutions and trace RITC-chitosan of matching molecular mass (Tableau 3.1). Chitosan 
solutions were mixed with rabbit peripheral whole blood from anesthetised rabbits at a 1:3 or 1:6 
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v/v ratio chitosan:blood in flat-bottom 2.0 mL cryovials containing three sterile 0.39 g surgical 
steel mixing beads (Salem Specialty Ball Company, Canton, CT, USA), and shaken manually for 
10 seconds (see Tableau 3.1). Liquid mixtures were solidified in glass tubes with an inner 
diameter of 2.0 mm at 37ºC for 20 minutes or at room temperature for 5 to 20 minutes in plastic 
syringes or microman tips with the tapered end cut off using rhFVIIa or Tissue Factor to 
accelerate coagulation. The macroscopic properties of the solidified implants (shape, elasticity, 
serum extruded) were determined visually and by manual assessment. The distribution of 
fluorescent chitosan particles in implants pre-solidified in glass tubes was documented by 
epifluorescence microscopy. Implants with 1:6 v/v ratio chitosan-NaCl:blood were selected for 
further analysis in vivo based on a more rapid coagulation than chitosan-GP:blood, and 
homogeneous dispersion of chitosan particles. 
Five skeletally aged New Zealand White rabbits (2.5 years old, 3 male, 2 female, average 
4.65kg, Charles River, St-Constant, QC, Canada) were anaesthetized with ketamine-xylazine-
buprenorphine, had their knees shaved and disinfected and were kept under anaesthesia with 3% 
isoflurane/8% oxygen. Small bilateral arthrotomies were used to generate three osteochondral 
drill holes of 1.4mm diameter and 2mm target depth in each femoral trochlea using a round drill 
bit (Fine Sciences Tools, Foster City, CA, USA) and a hand-held high speed drill under irrigation 
with Ringer’s Lactated Saline. For each rabbit, 3 mixtures were generated in distinct flat-bottom 
cryovials as described above, using 125 µL of 150K, 40K or 10K chitosan solution (1.6% w/v 
chitosan/150 mM NaCl solution), 12.5 µL RITC-chitosan of matching molecular mass (see 
Tableau 3.1) and 0.75 mL aseptic rabbit peripheral arterial blood. 15 μL of the liquid implant 
was drawn into a M100 microman tip with the tapered end cut off. 3 μL of Tissue Factor was 
deposited in a sterile petri dish and then drawn into the same tip by back-screwing the microman 
pipettor to stimulate coagulation and thus solidify the implant inside the plastic microman tip (5 
minutes at room temperature). Solid implants were extruded onto a sterile petri with labels, then 
each was press-fit into the 3 drill holes of the left knee (150K proximal, 40K middle, and 10K 
distal hole), while right knee control drill holes were left to bleed (N=2) or treated with 3 µL of 
Tissue Factor (3 µL per hole, N=2). Knees were closed in three layers using prolene 5-0 sutures, 
and buprenorphine was administered post-operatively twice a day for at least 3 days. 
Macroscopic appearance of the knees and incisions, body weight and signs of both pain and 
anorexia were monitored daily from the surgery to the necropsy to assess the health of the rabbits. 
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After 1 day (N=1) or 21 days (N=4) post-surgery, the rabbits were euthanized under ketamine-
xylazine anesthesia by IV injection of sodium pentobarbital and the femoral ends were retrieved 
and fixed in 4% paraformaldehyde/100mM cacodylate, pH 7.4. Fixed femur ends were placed 
upside down in buffered saline in a petri to acquire macroscopic fluorescent images of the defects 
with an inverted epifluorescent microscope, digital camera and calibrated histomorphometric 
software with a controlled image acquisition time (Northern Eclipse, Empix, Missisauga, ON, 
Canada). 
3.2.4.3 Micro-computed tomography (Micro-CT) 
Femur ends were trimmed of their condyles using a low-speed isomet saw and scanned on 
a 180° axis using a SkyScan1172 high-resolution desktop X-ray microtomograph (Skyscan, 
Kontich, Belgium) set to an image size of 2000 X 1048 pixels at pixel size resolution of 9.8 μm, 
2-frame averaging, at 80 kV with an aluminum-copper filter. The data sets were reconstructed in 
a 3D model using the NRecon software (Skyscan, Kontich, Belgium) with smoothing = 2, ring 
artifact correction = 4, beam hardening correction = 30%, object bigger than field of view = ON, 
output range = 0.00 to 0.05. The reconstructed files were blinded by a third party. Using the 
DataViewer software (Skyscan, Kontich, Belgium), each drill hole was re-positioned so that the 
y-axis ran vertically through the hole depth. The correct vertical alignment was then confirmed 
by two readers and the repositioned dataset was cropped into a new file. The top of each hole 
represented the tidemark of the calcified cartilage layer and was defined as the most superficial 
image slice on the aligned reconstructed scans on which the bone completely surrounded the 
residual drill hole edges. The bottom of the hole was defined as the deepest slide on the axial 
plane that contained non-mineralized tissue, while a constant and dense bone zone could be 
observed at the base of the hole on both sagittal and coronal planes. The hole depth was 
calculated as the number of 2-D slices between the top and the bottom of the hole and multiplied 
by the pixel size (9.8 µm per slice). The residual hole cross-sectional area (mm2) was quantified 
at the top of the hole and at three different depths (0.5mm, 1.0mm and 1.5 mm) from the top of 
the hole using a line tool (CTAn software, Skyscan, Kontich, Belgium) to draw a 2D region of 
interest in the axial plane that circumscribed the non-mineralized hole edge. The signal inside the 
region of interest was then processed using an inverted 70-0 grayscale threshold to exclude 
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mineralized tissue and the non-mineralized drill hole cross-sectional area was computed by the 
CTan software (Figure 3-8D). 
3.2.4.4 Histoprocessing, histostaining and immunohistochemistry 
After micro-CT scanning, femoral ends were decalcified for up to 4 months at 4ºC in 10% 
(w/v) ethylene diamine tetraacetic acid (EDTA)/0.1% (w/v) paraformaldehyde/PBS pH 7.2. 25 
serial sagittal cryosections of 10 μm thickness were collected through the middle of the 3 drill 
holes using the CryoJane tape system (Instrumedics, St Louis, MO, USA). Unstained and 
unmounted cryosections were used to document the presence of residual RITC-chitosan implant 
by merging a 1.25x magnification epifluorescence image that included all three drill holes with a 
low-intensity bright field image of the same field using Northern Eclipse histomorphometric 
software (Empix, Mississauga, ON, Canada). To quantify residual implant at day 21, 1.25x 
fluorescent images of unstained and unmounted treated defect sections were acquired at the same 
exposure time, then individual holes were cropped into a new file, thresholded to a fixed value 
that excluded autofluorescence and noise in contralateral sections, and the relative fluorescent 
fraction of each implant averaged (N=4).Other cryosections were stained with Hoechst 
fluorescent dye to visualize cell infiltration in implants, Safranin O-fast green-iron hematoxylin 
to detect glycosaminoglycan (GAG) with Safranin O, counterstain collagen and proteins with fast 
green and counterstain cell nuclei with iron hematoxylin. Cryosections were also immunostained 
for collagen type I (col I) and collagen type II (col II), following previously described methods 
[27]. The reagents used for Safranin O histostaining (Safranin O, fast green FCF, Weigert iron 
hematoxylin parts A and B) were all from Sigma-Aldrich (Oakville, ON, Canada). Before 
immunostaining, enzymatic treatment with pronase and hyaluronidase was performed on the 
cryosections. Monoclonal anti-human collagen type I antibody I-8H5 (MP Biomedicals, Solon, 
OH, USA) at 10 µg/mL and monoclonal anti-human collagen type II hybridoma supernatant 
II6B3 (DSHB, Iowa City, IA, USA) diluted 1:10 were used along with a biotinylated goat anti-
mouse secondary antibody (B-7151; Sigma-Aldrich, Oakville, ON, Canada) at 11 µg/mL. 
Detection was performed with the Vectastain ABC (avidin-biotin complex) kit and avidin-
alkaline phosphatase red substrate (Vector Laboratories Inc., Burlington, ON, Canada) and the 
sections were counterstained with Weigert iron hematoxylin. The specificity of the 
immunostaining method was confirmed by the absence of a positive signal in sections probed 
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with isotype-specific mouse antisera or without primary antibody. Following staining, 40x and 
100x magnification pictures were taken in the cell-rich and GAG-, col I- and col II-poor areas of 
repair tissue in the 10K-treated defects. Quantitative histomorphometry was carried out on 
digitally scanned slides at 40x magnification using a pin-wheel calibration tool, and calibrated 
Northern Eclipse V8.0 software (Empix Imaging, Inc., Mississauga, ON, Canada). A volume tool 
was used to crop the entire soft tissue inside each repairing drill hole. The percent tissue area 
staining positively for either GAG, col I or col II was obtained by thresholding, and converted to 
a relative percentage by dividing by the total repair tissue area. Neutrophils were identified by 
hematoxylin-stained nuclear morphology and the neutrophil-rich areas were cropped from col I-
stained sections to obtain % neutrophil/total soft tissue area. Superficial repair tissue detachment 
to the subchondral bone was analyzed in Safranin O, col I and col II-stained sections by 
measuring the distance between the projected tidemark and the closest repair tissue that was 
integrated to calcified cartilage or bone. The detachment was measured on both sides of each hole 
and the mean value was retained for statistical effect of hole position and treatment. Cryosections 
were also enzymatically stained with Tartrate-resistant Acidic Phosphatase (TRAP) to reveal 
osteoclasts. The cryosections were pre-treated for 1h with 1% w/v MgCl2 to reactivate acid 
phosphatases, then incubated for 1 hour at 37⁰C in 2.5 mg/mL naphathol-AS-MX phosphate 
(Sigma-Aldrich, Oakville, ON, Canada), 0.5mg/mL diazotized Fast Garnet GBC (Sigma-Aldrich, 
Oakville, ON, Canada) in acetate pH 5.0 and 40 mM tartrate and counterstained in methyl green 
(Vector Laboratories, Burlingame, CA, USA). TRAP-stained sections were then digitally 
scanned at 40x magnification. All large TRAP-positive cells adhering or adjacent to bone with a 
rounded cell shape were defined as osteoclasts [8] and were quantified in three different depths 
from the defect surface: projected tidemark-0.5 mm, 0.5 mm-1.0 mm and 1.0 mm-1.5mm, on 
both sides of each hole. The GAG, col I and col II-positive areas, as well as the osteoclast 
quantification, were performed by two independent blinded readers with consistent inter-reader 
results (C.-H.L.-F. and G.C.). 
3.2.4.5 Statistical methods 
The General Linear Model (GLM, Statistica version 9.0, StatSoft, Tulsa, OK, USA) with 
Fisher LSD post hoc analysis to analyze univariate effects was used to test the effect of chitosan 
molecular mass (150K, 40K, 10K) and defect position (proximal, mid, distal) after 21 days on 
50 
 
chitosan residency, percent GAG-positive area, percent col I-positive area, percent col II-positive 
area, percent neutrophil-rich repair tissue area, detached repair tissue, number of osteoclasts in 
three depth ranges, residual hole area at the top of the hole and at three depths and residual hole 
depth (N=4). Significance was set at p<0.05. 
3.2.5 Results 
3.2.5.1 In vitro pre-solidified chitosan/blood implant optimization 
Optimization studies were carried out in vitro to identify a method to generate implants 
with homogeneously distributed chitosan particles that coagulated rapidly, which could facilitate 
their use in a clinical setting. Chitosan preparations were successfully generated with distinct 
molecular weight ranges of high (~176 to 275 kDa), low (~38 to 62 kDa), and ultralow molecular 
mass (~10 to 23 kDa) (Tableau 3.1). Isotonic chitosan/blood mixtures formed solid, cylindrical 
elastic clots when incubated at 37ºC in glass tubes, but remained liquid when incubated in plastic 
tubes (unpublished observations). These data were consistent with previous studies showing that 
chitosan-GP/blood mixtures solidify via normal coagulation mechanisms involving platelet and 
thrombin activation [9, 11, 28]. Pre-solidified implants containing 2.3 mg chitosan per mL whole 
blood showed a uniform punctate distribution of insoluble RITC-chitosan particles for 150K 
(Figure 3-1A,C), 40K (Figure 3-1B,D) and 10K (data not shown). Coagulation in plastic tubes 
at room temperature was enabled by addition of recombinant human Factor VIIa (rhFVIIa) to 
rabbit whole blood prior to mixing with chitosan (unpublished observations), or addition of a 
small volume of Tissue Factor (TF, Figure 3-1E). TF-chitosan-NaCl/blood implants formed 
rapidly (5 minutes) and retained a cylindrical shape after being extruded from the tip, with some 
serum expressed (Figure 3-1F).  
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Table 3.1: Chitosan powders used to generate pre-solidified implants 
Chitosan Powder DDA (%) Mw (kDa) Mn (kDa) PDI Test article characteristics 
High (150K) * 81.8 274.6 241.2 1.1 pH=3.10 Osm=48mosm 
RITC-150K ** 80.6 246.4 176 1.4 0.50% mol/mol RITC/chitosan 
Low (40K)* 81.9 48.8 37.8 1.3 pH=1.65 Osm=72mosm 
RITC-40K ** 80.6 61.5 46.7 1.3 0.58% mol/mol RITC/chi 
Ultralow (10K)* 81.9 22.8 10.3 2.2 pH=5.50 Osm=48mosm 
RITC-10K ** 80.0 22.4 12.4 1.8 0.52% mol/mol RITC-chi 
* Powder used to make the 20 mg/mL autoclave-sterilized solution; ** Powder used to make the 5 mg/mL filter-
sterilized solution; DDA: Degree of deacetylation; Mw: Molecular weight; Mn: Number-average molecular weight; 
PDI: Polydispersity index (Mw/Mn). 
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Figure 3-1 : Pre-solidified chitosan-NaCl/blood implants (1:6 v/v ratio, chitosan:blood) form 
solid, cylindrical hybrid clots with punctuate, insoluble RITC-chitosan particles distributed 
uniformly. (A, B) 1.25x or (C, D) 5x magnification epifluorescence pictures of chitosan-
GP/blood implants after solidification in glass tubes. (E) Solidification in M100 microman pipet 
tips using Tissue Factor, and (F) solid chitosan-NaCl/blood implant ready to implant (arrow), 
with some extruded serum.  
3.2.5.2 In vivo implants: macroscopic evaluation, implant residency and repair responses 
Three distinct optimized TF-chitosan/NaCl-blood implants with fluorescent chitosan 
tracer (150K, 40K, 10K) were press-fit in 2 mm deep osteochondral defects (Figure 3-2A, B). 
Control drill holes were allowed to fill with trabecular bone-derived blood, or treated with TF as 
a controlled variable (Figure 3-2A). After 1 day post-operative, the microdrill holes were either 
filled with control blood clot or implant (Figure 3-2C, D). After 21 days post-operative, all 
control defects were filled with a white repair tissue, while treated defects contained a mixture of 
white and red granulation tissue (Figure 3-2E, F). The native articular cartilage around the hole 
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edges showed no signs of resorption (Figure 3-2E, F). Macroscopically, RITC-chitosan was 
observed to be confined to the drill holes after both 1 and 21 days, although a fainter signal was 
detected at 21 days (Figure 3-2G, H). 
 
Figure 3-2 : Pre-solidified chitosan/blood implants press-fit into osteochondral drill holes remain 
resident for 21 days and reproducibly guide the repair response. (A) Microdrilled defects in rabbit 
trochlea. (B) Microdrilled defects in rabbit trochlea after insertion of pre-solidified implants. (C) 
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Control defects after 1 day show a blood clot inside the holes (the distal control defect was 
treated with Tissue Factor). (D) Treated defects after 1 day show implants inside the holes. (E) 
Control defects after 3 weeks are filled with a white repair tissue. (F) Treated defects after 3 
weeks are filled with a mixture of red and white tissue. (G, H) 1.25x epifluorescence pictures 
with 200ms exposure of whole knee trochlea showing three defects that retained RITC-chitosan 
after 1 day (G) and 21 days (H).  
 Fluorescent chitosan particles underwent a dynamic change in distribution in the repairing 
bone defects over 21 days of repair. At day 1, chitosan implants laterally filled the upper portion 
of the drill holes (white arrows, Figure 3-3A), after which the chitosan particles became 
dispersed throughout the bone defects and displaced towards the bone marrow (Figure 3-3B). 
Less residual 10K chitosan was present after 21 days compared to 150K chitosan, (Figure 3-3B, 
p<0.05, Figure 3-4). While day 1 implants contained high amounts of erythrocytes with scarce 
nucleated leukocytes (Figure 3-3C, E), day 21 implants contained residual chitosan particles 
infiltrated with many neutrophils with characteristic lobed nuclei (Figure 3-3D, F) or fragmented 
nuclei (unpublished observations). The cell density and the extent of neutrophil apoptosis were 
higher in 40K, and much higher in the 150K-treated defects compared to 10K (see below, Figure 
3-5G-I). 
 
Figure 3-3 : Pre-solidified chitosan/blood implants reside near the top of the drill holes and elicit 
neutrophil chemotaxis with a potency related to chitosan molecular mass, during 21 days of 
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repair. Panel (A) shows that RITC-chitosan particles in all 3 implants at day 1 are laterally filling 
the top half of the defects (red stain above white arrows, epifluorescent 1.25x magnification 
image with bright field merge to show the tissues). Panel (B) shows that RITC-chitosan particles 
persist with residual implant after 21 days in vivo according to chitosan molecular mass (as 
indicated). Panels (C-F) show matching collagen type I immunostained serial sections adjacent to 
those shown in (A) and (B). The white arrowheads in panel D show areas of high-density 
neutrophils in the implants at 21 days. Panel (E) shows a high-magnification image of 10K 
implant at day 1 containing erythrocytes, chitosan particles, and scarce nucleated leukocytes 
(black arrowheads). Panel (F) shows 10K implant at day 21 with few chitosan particles, and areas 
of high neutrophil density (black arrows) with lobed nuclei (Panel F, inset). 
 
Figure 3-4 : Ultralow molecular weight chitosan is cleared more rapidly from subchondral bone 
than high molecular weight chitosan in vivo. Total RITC-fluorescent area of each 21 day treated 
hole (N=4) as taken from 1.25x magnification epifluorescence pictures. (mean ± standard 
deviation). *p<0.05. 
At 3 weeks post-operative, control repair tissues were similar to those previously 
observed in drilled rabbit defects repaired for 3 weeks in other studies [7, 10, 29]. The blood clot 
formed in control bone defects was replaced by a mixture of col I+/col II+ repair tissues, with 
occasional adipocytes, and glycosaminoglycan (GAG)-rich regions that also contained 
hypertrophic chondrocytes (Figure 3-5D-F, J-L). More collagen type I filled the control defects 
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than either collagen type II or GAG (p<0.05, N=4, in proximal, middle or distal hole, Figure 3-
6A-C). A local fibroplasia was seen below proximal holes of control defects, and more 
pronounced below proximal 150K-treated defects (Figure 3-5 G, J; black arrows). 
Only defects treated with chitosan implant contained neutrophils at 3 weeks post-
operative (Figure 3-5G-I, arrowheads). Neutrophils occupied ~31% of the total bone hole repair 
tissue area in 150K-treated holes, ~16% in 40K-treated holes and ~20% in 10K-treated holes 
(p<0.05, 150K vs 40K; Figure 3-6D). Neutrophil+ repair tissue areas were notably devoid of 
collagen and GAG (Figure 3-5G-I). Treated defects contained significantly less collagen type I 
(p<0.001), collagen type II (p<0.01) and GAG (p<0.01) compared to matching contralateral 
control defects (N=4; Figure 3-6A-C). These data are important because they revealed that 
neutrophil chemotaxis in treated defects suppressed fibrocartilage formation in the repairing drill 
holes. 
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Figure 3-5 : Treated defects exhibit strong neutrophil chemotaxis and delayed matrix deposition. 
Representative 1.25x pictures from serial sections in the same rabbit knee showing (A-C) treated 
defects after 1 day (N=1), (D-F) control defects after 1 day (N=1), (G-I) treated defects after 21 
days (N=4) and (J-L) control defects after 21 days (N=4). Panels show Safranin O-stained 
glycosaminoglycan, collagen type II-positive and collagen type I-positive tissues. White 
arrowheads: neutrophil-rich granulation tissue, black arrows: local fibroplasia in bone marrow 
below the proximal drill holes. 
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Figure 3-6 : Treated defects induce neutrophil chemotaxis and contain less GAG, col II and col 
I-positive repair tissue than control defects. Percent of the hole cross-section containing (A) 
Safranin O-stained glycosaminoglycan, (B) collagen type II, (C) collagen type I and (D) 
neutrophil-rich granulation tissue at 1 day (Acute, N=1) and 21 days (N=4) post-treatment. (mean 
± standard deviation). No neutrophils were observed in control defects at day 21. *p<0.05, 
**p<0.01, ***p<0.001 
 After 21 days, neutrophil migration to the implants in treated defects was accompanied by 
osteoclast chemotaxis to the bone plate area of all three chitosan formulations (Figure 3-7). The 
bone plate area of treated drill holes (i.e., the tidemark to 0.5 mm deep), contained 10-fold more 
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TRAP+ osteoclasts and osteoclast precursors on the defect edges compared to controls (Figure 3-
7D, E vs 7G, H; p<0.01, N=4, Figure 3-8A). Deeper in the holes, treated defects contained 
similar or lower levels of TRAP+ osteoclasts and osteoclast precursors vs controls (Figure 3-8B, 
C).  
3-D Micro-CT data sets were used to quantify repairing non-mineralized bone hole 
dimensions (Figure 3-8D). Control defects showed minor repair and only towards the bottom of 
the drill hole at 3 weeks post-operative (compare Figure 3-8E-F with Figure 3-8G-H). Middle 
control bone defects were significantly shallower than the 40K treated middle hole (p<0.05, 
Figure 3-8H). At the calcified cartilage/bone plate level, all implant-treated bone defects were 
~2-fold wider than initial defects, and significantly wider than control defects (p<0.001, Figure 
3-8E). Although osteoclast counts were much lower in the deeper regions of the treated defects 
(Figure 3-8B-C), the deeper treated drill hole areas were ~3-fold larger than controls (p<0.001, 
Figure 3-8F-G), and slightly encroaching on each other (Figure 3-7F). High molecular weight 
chitosan induced a particularly strong bone remodelling at 0.5mm and 1.5mm depths (p<0.05, 
150K vs 40K hole area Figure 3-8F-G). 
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Figure 3-7 : Treated defects induce osteoclast chemotaxis to the bone plate and subchondral 
bone remodelling. Representative TRAP-stained decalcified sections at (A, D, G) 1.25x and (B, 
E, H) 40x magnifications and corresponding 2D-micro-CT image (C, F, I). (A, B) No osteoclasts 
were present in day 1 defects. (D, E) In treated defects after 21 days, many osteoclasts have 
migrated to the subchondral bone plate. (G, H). In control defects after 21 days, many osteoclasts 
have formed deeper in the repairing bone defect, but not at the subchondral bone plate level. (C, 
F, I) 2D-micro-CT images of mineralized tissue in matching sections show strong subchondral 
bone remodelling in treated defects, in contrast with the control defects with negligible 
remodelling of the hole sidewalls. Symbols: 150K, 150 kDa chitosan implant; 40K, 40 kDa 
chitosan implant; 10K, 10 kDa chitosan implant; AC, Cartilage; B, Bone; I, Implant; RI, Residual 
implant; RT, Repair tissue 
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Figure 3-8 : Quantitative measures of osteoclast chemotaxis and non-mineralized bone hole 
dimensions. (A-C) Total number of osteoclasts on both sides of each hole in TRAP-stained 
cryosections were quantified in three segments of each hole: (A) the bone plate (tidemark-0.5mm 
deep), (B) mid-level (0.5-1.0 mm deep) and (C) deeper level (1.0-1.5mm deep). Treated defects 
showed more osteoclasts and osteoclast precursors in the bone plate area of treated defects 21 
days post-treatment (N=4). Panel (D) shows (left-to-right) a micro-CT binary image, inverted 
threshold image, and raw data image used to quantify non-mineralized bone hole cross-sectional 
area.  Hole cross-sectional area at the top of the drill hole (E), at a 0.5mm depth (F) and at a 
1.5mm depth (G) and drill hole depth (H) in 3D microCT reconstructed scans of 1 day (N=1) and 
21 days (N=4) micro-CT sections showed an increased bone remodelling  and resorption in 
treated samples and a particularly strong bone remodelling in 150K-treated defects at 0.5mm and 
1.5mm depths compared to 40K-treated defects 21 days post-treatment. Middle control holes 
were significantly more repaired at the base than the matching 40K-treated defects (H). (mean ± 
standard deviation). *p<0.05, **, ††p<0.01, ***, ###p<0.001. 
All treated repair tissues had a strong lateral integration with the bone plate compared to 
control defects with detached repair (Figs. 9 & 10). The detachment was scored by presence of 
lateral gaps between the repair tissue and the flanking osteochondral bone, and was equally 
present in histology sections immunostained for collagen type II (black arrows Figure 3-9A-C & 
Figure 3-10, p<0.05), collagen type I (Figure 3-9D-F), and stained for SafraninO (Figure 3-5J). 
The mean lateral detachment was <100 µm deep in treated versus 350 µm deep in control drill 
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holes. Given that the bone plate (including the calcified cartilage) is ~400 µm thick in skeletally 
mature rabbits [19, 30, 31], these data showed that the marrow-derived fibrocartilage repair in 
control defects was generally not integrated with the bone plate. Chitosan molecular weight itself 
did not have an apparent effect on repair tissue integration.  
 
Figure 3-9 : Treated repair tissues show better lateral integration with the bone plate compared to 
control defects. (A-C, G-I) Collagen type II-stained sections and (D-F, J-L) collagen type I-
stained sections showing that 3 weeks post-surgery, the repair tissue in treated defects (A-F) is 
more integrated to the resident tissue than in control defects (G-L) 21 days post-treatment (N=4). 
Symbols: AC: Articular cartilage; Black arrows: Detached repair tissue; White arrowheads: 
neutrophil-rich granulation tissue.  
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Figure 3-10 : Average detached repair tissue in the bone plate is greater in control defects than in 
treated defects of collagen-type II-stained sections 21 days post-treatment (N=4). (mean ± 
standard deviation, N=4). #,†p<0.05. **p<0.01. 
3.2.6 Discussion 
This paper describes the in vivo investigation of the short-term cartilage repair properties 
of three distinct molecular weight formulations of novel, pre-solidified chitosan-NaCl/blood 
implants, with  a similar ~80% DDA. After 3 weeks of repair, high molecular weight chitosan 
had more residual chitosan particles (Figure 3-4), a very potent neutrophil chemotactic response, 
a greater load of apoptotic cells (Figure 3-5G-I & Figure 3-6D), and a greater bone resorption 
response (Figure 3-8F-G) compared to the other implants. The sustained but milder neutrophil 
response for 40K and 10K implants predicts a more therapeutic response at a later period in the 
rabbit model. In a separate mid-term study in skeletally aged rabbits, 10K implants elicited 
significantly more glycosaminoglycan-rich cartilage repair tissue after 2.5 months of repair 
compared to 40K-treated and drill-only defects [32] (manuscript in preparation). Altogether, 
these results confirm the validity of our formulation screening model and suggest that 
subchondral chitosan implants are a promising new approach for augmented marrow stimulation.  
The second novelty of our approach was the ex vivo solidification of the implants, which 
was achieved through various strategies such as glass-induced contact activation of the 
coagulation cascade [33], and addition of rhFVIIa or Innovin®, a Tissue Factor and phospholipid 
preparation to stimulate the extrinsic clot cascade [11, 34]. Tissue Factor generated rapid 
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implants which could be deemed more convenient in a clinical setting, although Innovin® is not 
currently available as a pharmaceutical-grade reagent. Clinical use of Innovin® in dental sinus 
bone-augmentation procedures has been documented [35]. In this study, no apparent differences 
were observed between control defects left to bleed or administered TF, although in a sheep 
model, subchondral TF implants were found to elicit sporadic bone plate resorption [36]. Future 
studies are needed to address the role of subchondral hemostasis and polymer clearance in 
marrow stimulation repair.  
Our study had several limitations including the use of few rabbits (N=5) which may have 
precluded observations of more subtle characteristics in tissue responses to the 3 implants. 
Nonetheless, each implant led to consistent and reproducible biological responses compared to 
controls, and comparing 150K to the other implant defects. It is also possible that proximo-distal 
effects on repair were present, as only the proximal holes showed fibroplasias in the deeper 
marrow. Such acute alterations in the deep marrow are likely to be transient given that adipocyte 
conversion in trabecular bone marrow is seen after 3 to 6 months post-operative below rabbit 
drilled defects [19, 37]. We also admit that the close proximity of the 3 drill holes in one trochlea 
may have biased the repair reaction of the implants by those in the adjacent hole. Based on these 
data, we conclude that future formulation screening experiments using this model should use only 
two 1.4mm wide drill holes per trochlea.  
Subchondral chitosan implant may be expected to elicit different early cell types 
compared to other biomaterials such as peptides, collagens, and synthetic poly-lactides. Chitosan 
breakdown products are diffusable polysaccharide fragments [38], while PLG hydrolyzes to 
produce lactate and glycolic acid, and local tissue acidification. Subchondral implants of 
electrospun PLG elicited macroscopically white repair after 3 weeks in a rabbit model [13], 
compared to the more angiogenic reddish repair tissues seen here. Like chitosan, PLG 
subchondral implants delayed extracellular matrix deposition at 3 weeks post-operative [13, 39], 
however PLG implant clearance and attraction of neutrophils, osteoclasts, and angiogenic blood 
vessels by PLG was not documented [39].   
Pre-solidified chitosan/blood implants were pushed towards the top of the defect at day 1, 
presumably by marrow-derived bleeding deeper in the drill hole, which guided neutrophils to the 
bone plate area. Biodegradable chitosan is known to elicit neutrophils via a leukotriene B4-
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sensitive pathway, while promoting an anti-inflammatory phenotype as chitosan-stimulated 
neutrophils release neither superoxide nor myeloperoxidase [17]. Neutrophils persisted with 
residual RITC-chitosan particles at 3 weeks and occupied 16-31% of the repair tissue area inside 
repairing defect holes. Sparse chitosan particles and neutrophils in the 10K-treated defects are 
consistent with a more rapid cell-based clearance of the smaller chitosan polymer chains [38]. 
Neutrophil chemotaxis towards chitosan implanted in vivo over drilled cartilage defects has been 
well-documented [7, 18] and was associated, at 21 days, with a delayed matrix deposition, similar 
to the one observed in the current study, increased vascularisation [7, 10], and the synthesis of a 
more hyaline cartilage at longer time points [7, 9]. Transient attraction of anti-inflammatory 
neutrophils to repairing bone defects at early timepoints has the potential to elicit osteochondral 
repair at later repair periods [7-10, 19, 32]. 
Osteoclast formation in treated defects is likely to be directly related to accumulation of 
neutrophils in the repairing bone defects. Receptor activator of NF-κB ligand (RANKL) is known 
to induce the differentiation of osteoclast precursors from the monocyte/macrophage lineage into 
osteoclasts [40, 41] and has been shown to be expressed in synovial fluid-derived neutrophils 
where it mediated bone resorption and osteoclastogenesis [42]. RANKL is also chemotactic for 
human monocytes [43, 44]. Additionally, monocyte chemoattractant protein 1 (MCP-1/CCL2) 
and interleukin-8 (IL-8/CXCL8), are released from leukocytes within chitosan/blood clots and 
whole blood clots [18] and at the wound site these chemokines could continue to be released 
from extravasated neutrophils [45] and endothelial cells through neutrophil mediators such as 
proteinase-3 [46, 47]. In other studies, these chemokines stimulated osteoclast differentiation of 
human bone marrow mononuclear cells [48] and rat precursor cells [49]. It could thus be 
hypothesized that neutrophils accumulated in chitosan implants elicit osteoclast precursors to 
osteochondral defects through mechanisms involving RANKL, MCP-1 and IL-8 release. 
Osteoclast formation promoted by topical chitosan-blood implants solidified over the drill holes 
was previously tied to drill hole remodelling and improved repair tissue integration [8], as well as 
a more hyaline repair tissue at 8 weeks post-operative [7, 50], over a porous subchondral repaired 
bone plate [9]. Osteoclast recruitment is also closely related to angiogenesis [51, 52] and 
osteoclast conditioned media has been shown to have a chemotactic effect on mesenchymal stem 
cells [53]. Osteoclast-dependant bone remodelling could therefore enhance migration of 
mesenchymal stem cells to the bone plate area, which could be a key event in the cartilage repair 
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properties of chitosan that is indirectly related to neutrophil migration to the defect. Stem cell 
recruitment could hold an especially important role in the treatment of cartilage defects in older 
patients who tend to be especially susceptible to microfracture failure [54]. Altogether, data in 
this study shows that pre-solidified chitosan-NaCl/blood implants can elicit osteoclasts to the 
subchondral bone plate, most probably through a neutrophil recruitment phase, and that 
molecular weight of the polymer can be used to adjust the potency of the bone remodelling 
response. 
3.2.7 Conclusions 
Pre-solidified chitosan/NaCl-blood implants were resident in drilled osteochondral defects 
after 3 weeks in vivo in a rabbit model with a clearance rate that was accelerated by reducing the 
chitosan molecular weight. The implants stimulated neutrophil migration into the bone defect 
granulation tissue that also displayed delayed matrix deposition and excellent integration with the 
subchondral bone as opposed to the control blood clots that rapidly generated a collagen type I-
rich repair tissue that had poor lateral integration with the bone plate. Enhanced osteoclastic 
activity near the bone plate in treated defects was paralleled by a strong subchondral bone 
remodelling. The slower clearance rate of high molecular weight chitosan induced stronger 
neutrophil chemotaxis and more bone remodelling. These wound-repair events are consistent 
with the early stages of marrow-based cartilage repair by chitosan-GP/blood implants delivered 
to the surface of microdrilled cartilage defects, which in several animal models were followed by 
the synthesis of a more hyaline repair cartilage formation at later timepoints. 
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CHAPITRE 4 ASPECTS MÉTHODOLOGIQUES 
COMPLÉMENTAIRES 
Cette section permettra d’illustrer certains aspects spécifiques de notre méthodologie, soit la 
quantification de tissu positif pour des colorants histologiques (Safranin O et colorations 
immunohistochimiques pour les collagènes de type I et II), d’ostéoclastes à divers profondeurs 
des trous et du détachement du tissu de réparation. 
4.1 Quantification des tissus positifs aux colorants histologiques 
La coloration histologique Safranin O, qui détecte les GAG, et les colorations 
immunohistochimiques pour les collagènes de type I et II ont été effectuées sur une cryosection 
de chaque trou. 
Les sections colorées ont ensuite été numérisées et chaque trou a été isolé dans une image 
magnifiée à 2,5x (Figure 4-1 A-B). À l’aide du programme Northern Eclipse V8.0 (Empix 
Imaging, Inc., Mississauga, ON, Canada), les trous ont ensuite été taillés afin d’éliminer les tissus 
résidents (Figure 4-1 C-D). Enfin, les tissus négatifs ont été exclus à l’aide d’un seuil prédéfini 
qui inclut uniquement les tissus qui ont la bonne teinte rougeâtre ou rosée (Figure 4-1 E-F). Un 
seuil est établi pour chaque coloration, mais ce seuil reste constant pour l’analyse de toutes les 
sections. 
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Figure 4-1 : Méthode de quantification des tissus positifs pour la coloration safranin O (A, C, E) 
ou l’immunodétection de collagène de type I (B, D, F). Chaque trou est isolé (A-B), puis taillé 
(C-D). Les images sont ensuite soumises à un seuil prédéfini qui n’inclut que les tissus positifs 
pour la coloration. 
4.2 Quantification des ostéoclastes 
Les ostéoclastes ont été révélés par la coloration enzymatique Tartrate-Resistant Acidic 
Phosphatase (TRAP). Les sections ont ensuite été numérisées. À une magnification de 2,5x. la 
projection de la tidemark a été tracée. Du milieu de cette projection, on a ensuite tracé une ligne 
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vers le bas du trou dans l’orientation approximative du trou. Des profondeurs de 0,5mm, 1,0mm 
et 1,5mm ont été calculées au long de cette ligne verticale et des lignes horizontales, parallèles à 
la projection de la tidemark, ont été tracées (Figure 4-2A). Ces dernières lignes horizontales nous 
ont permises de délimiter les trois régions d’intérêt : 
• Du haut du trou à une profondeur de 0,5mm 
• D’une profondeur de 0,5mm à une profondeur de 1,0mm 
• D’une profondeur de 1,0mm à une profondeur de 1,5mm 
Dans chaque région, de chaque côté du trou, les ostéoclastes ont été identifiés par leur coloration 
TRAP-positive, la présence de plusieurs noyaux par cellule, leur grande taille et leur proximité à 
l’os sous-chondral à une magnification de 20x (Figure 4-2B). Comme nous l’avons mentionné 
plus tôt, certains précurseurs d’ostéoclastes sont aussi positifs pour TRAP. Lorsque ces derniers 
étaient de grande taille et soit en contact direct avec l’os ou à proximité de l’os, ils ont été 
considérés comme des ostéoclastes. La somme des ostéoclastes des deux côtés du trou a été 
considérée comme la valeur finale pour chaque région. 
 
Figure 4-2 : Méthode de quantification des ostéoclastes. A) Les régions d’intérêt sont d’abord 
délimitées à 2.5x, puis B) les ostéoclastes sont identifiés et quantifiés à 20x. Les flèches noires 
indiquent des ostéoclastes. 
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4.3 Quantification du détachement du tissu de réparation 
Le détachement du tissu de réparation a été mesuré sur les sections colorées pour Safranin O ainsi 
que pour les collagènes de type I et II. Afin de s’assurer que le détachement mesuré ne soit pas en 
fait une déchirure artéfactuelle créée lors des manipulations histologiques, seules les zones de 
détachement dont les bords étaient lisses ont été considérés. De plus, seuls les détachements qui 
se sont avérés reproductibles dans les trois sections analysées ont été considérés. Afin de 
quantifier la longueur du détachement, la projection de la tidemark a été tracée. Ensuite, une 
droite a été tracée du premier segment où le tissu de réparation était intégré au tissu résident, en 
s’assurant d’atteindre la projection de la tidemark à angle droit (Figure 4-3A; double flèche). La 
longueur de cette droite représentait ainsi la longueur du détachement du tissu de réparation. 
Lorsque le tissu était parfaitement intégré au niveau de la tidemark, la valeur de détachement était 
de 0 (Figure 4-3B). 
 
Figure 4-3 : Méthode de quantification du détachement du tissu de réparation A) dans un tissu 
très détaché ou B) parfaitement intégré. La double flèche représente la longueur du détachement 
qui est tracée à angle droit avec la projection de la tidemark. 
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CHAPITRE 5 DISCUSSION GÉNÉRALE 
En utilisant le modèle de microperçage chez le lapin, des études précédentes ont démontré les 
bénéfices du chitosan dans la régénérescence du cartilage à huit semaines et les signes 
précurseurs d’une telle guérison sont connus. En effet, des études antérieures ont démontré 
qu’après deux semaines, les implants chitosane-GP/sang solidifiés in situ promeuvent le 
recrutement d’ostéoclastes et l’intégration du tissu de réparation tandis qu’après trois semaines, 
les lésions traitées sont infiltrées de neutrophiles, l’os sous-chondral est fortement remodelé et le 
dépôt de collagène de type II et de glycosaminoglycans est retardé (voir Tableau 1.1). 
L’observation de tous ces phénomènes dans les lésions traitées avec des implants sous-chondraux 
pré-solidifiés est donc un signe encourageant qui démontre la réponse cellulaire et tissulaire à nos 
implants. De plus, les différences entre les lésions contrôles et les lésions traitées étaient très 
évidentes. Avec seulement 5 lapins, nous avons réussi à obtenir des différences statistiquement 
significatives, ce qui témoigne de l’impact marqué de nos implants, de la force de la réponse 
biologique et du succès de notre étude. Avec cette validation en main, nous pourrons mettre sur 
pied des études à plus long terme contenant plus d’animaux en sachant que nos implants ont un 
potentiel réel. L’impact de nos implants et du poids moléculaire de leur chitosane pourra alors 
donc être évalué. 
L’évaluation de l’impact du poids moléculaire du chitosane sur les réponses cellulaires et 
tissulaires est un point important qui mérite d’être approfondi. Nous savons maintenant que le 
poids moléculaire du chitosane détermine sa résidence dans la lésion et éventuellement, les 
impacts spécifiques de cette caractéristique sur les réponses subséquentes pourront être dressés. 
Le poids moléculaire du chitosane pourrait donc devenir une cible de choix pour moduler la 
régénérescence du cartilage induite par le chitosane. 
Une période d’inflammation est inévitable et bénéfique dans les techniques de régénérescence du 
cartilage par le chitosane. En effet, cette inflammation permet de recruter des neutrophiles, qui 
sécréteront alors divers chémoattractants qui vont engendrer la chimiotaxie des cellules 
impliquées dans la régénérescence du tissu, dont les ostéoclastes. Par contre, cette série 
d’évènements est conditionnelle à ce que le tissu de granulation présent durant la période 
inflammatoire soit progressivement changé pour un tissu cartilagineux ou osseux. Une 
inflammation prolongée risque de causer un rejet par encapsulation de l’implant dans une capsule 
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fibreuse (Anderson, Rodriguez, & Chang, 2008). En ce sens, il est donc possible que l’implant 
150K ait une clairance trop faible, persiste dans la lésion trop longtemps et induise une réaction 
inflammatoire trop soutenue. Des études à plus long terme devront donc être élaborées afin de 
vérifier cette hypothèse. 
Le recrutement d’ostéoclastes et remodelage osseux ont été liés à une augmentation de la 
vascularisation, un évènement anabolique précédemment observé dans la régénérescence du 
cartilage par le chitosane (Chevrier, et al., 2007, 2011). Dans l’apoptose d’ostéocytes, un 
évènement précurseur du recrutement d’ostéoclastes et de la résorption osseuse (Aguirre et al., 
2006), il a été démontré que l’expression des facteurs insulin-like growth-factor-1 (IGF-1), 
vascular endothelial growth factor (VEGF) et interleukine-6 (IL-6) est haussée (Cheung, Liu, 
Tonelli-Zasarsky, Simmons, & You, 2011). IGF-1, un facteur angiogénique notamment présent 
dans les muscles squelettiques (Rabinovsky & Draghia-Akli, 2004) est un marqueur des 
macrophages alternativement activés (Kodelja et al., 1997; Martinez, Gordon, Locati, & 
Mantovani, 2006) qui sont recrutés dans les lésions traitées par le chitosane (Hoemann, et al., 
2010). IGF-1 induit aussi la migration de précurseurs d’ostéoclastes (Formigli et al., 1997) ainsi 
que la formation et l’activation des ostéoclastes (Mochizuki et al., 1992). VEGF, un facteur 
connu pour promouvoir l’angiogénèse et la vasculogénèse, promeut le recrutement d’ostéoclastes 
et l’ostéoclastogénèse (Kohno et al., 2003; Niida et al., 1999). IL-6, impliqué dans la 
vasculogénèse cérébrale (Fee et al., 2000), est aussi impliqué dans le recrutement de monocytes 
(Romano et al., 1997) et promeut l’ostéoclastogénèse (Devlin, Reddy, Savino, Ciliberto, & 
Roodman, 1998; Kurihara, Bertolini, Suda, Akiyama, & Roodman, 1990). Bien qu’il a été 
démontré qu’IL-6 n’était pas libéré in vitro par des caillots de chitosane-GP/sang (Hoemann, et 
al., 2010) ou des macrophages murins dérivés de la moelle osseuse (Guzman-Morales, et al., 
2011), il existe néanmoins un lien étroit entre le recrutement d’ostéoclastes, le remodelage osseux 
et l’angiogénèse qui devra être investigué dans le futur. 
Le facteur tissulaire (TF) a auparavant été directement associé à des évènements anaboliques, 
notamment en stimulant la production de vascular endothelial growth factor (VEGF), un facteur 
angiogénique, par les fibroblastes (Ollivier, Bentolila, Chabbat, Hakim, & de Prost, 1998). 
Comme le TF a été utilisé dans tous les implants afin de stimuler la coagulation, il est possible 
qu’une partie des évènements observés dans les lésions traitées ne soit pas totalement attribuables 
au chitosane de l’implant. Par contre, la moitié des contrôles (2/4) ont aussi été traités avec du 
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TF, ce qui suppose que ces lésions auraient aussi bénéficié des propriétés anaboliques du TF. En 
raison des différences très importantes entre les tissus de réparation des lésions traités et des 
contrôles, nous  pouvons affirmer avec confiance que l’implant chitosane-GP/sang engendre bel 
et bien une réponse biologique importante. 
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CONCLUSION ET RECOMMANDATIONS 
Ce projet a permis de remplir tous les objectifs spécifiques que nous nous étions initialement 
fixés, en plus de paver la voie à l’élucidation de son objectif général. En effet, nous avons 
effectivement créé in vitro trois implants chitosane/sang pré-solidifiés de poids moléculaires 
distincts dans lesquels les particules de chitosane étaient distribuées de manière homogène. Ces 
implants ont montré une résistance et une souplesse suffisantes pour être insérés dans les 
trochlées de 5 lapins, dans lesquelles ils ont été résidents pendant les trois semaines de traitement 
malgré leur dégradation. Les implants ont engendré le recrutement de neutrophiles et 
d’ostéoclastes, le remodelage de l’os sous-chondral, l’intégration accrue du tissu de réparation et 
le délai du dépôt de glycosaminoglycanes, de collagène de type I et de collagène de type II. Les 
implants de chitosane 150K ont été les plus persistants dans les lésions et ont causé le 
recrutement de neutrophiles le plus fort et le plus soutenu ainsi que le remodelage de l’os sous-
chondral le plus important. Pour ce qui est de notre objectif principal, nous avons réussi à 
comparer certains des évènements associés à la régénérescence du cartilage causés par nos 
implants avec ceux observés dans d’autres études évaluant l’impact d’implants basés sur le 
chitosane. Comme nous l’avions prédit, la réponse après trois semaines était non seulement 
similaire, mais encore plus forte que celle observée antérieurement. 
Afin d’optimiser nos méthodes de régénérescence du cartilage par le chitosane, il est essentiel 
d’en comprendre davantage sur son mécanisme d’action. En effet, il a été démontré que le 
chitosane induit la polarisation des macrophages vers un phénotype alternatif associé à la 
croissance tissulaire et à l’angiogénèse (Hoemann, et al., 2010). Par contre, les médiateurs 
impliqués dans cette différentiation demeurent inconnus. Nous savons entre autres que le 
chitosane partiellement désacétylé est chémotactique pour les neutrophiles selon un mécanisme 
qui dépend partiellement du leukotriene B4 (LTB4), un chémoattractant sécrété par les 
neutrophiles (Simard, et al., 2009). Nous savons aussi que les mastocytes sont recrutés par le 
(LTB4) et qu’ils expriment l’interleukin-4, cytokine responsable de l’activation alternative des 
macrophages. Notre première recommandation est donc de vérifier ce modèle théorique dans une 
étude ultérieure par la détection des mastocytes dans des tissus dans lesquels du chitosane a 
précédemment été implanté. 
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L’effet du taux de désacétylation sur les propriétés chimiotactiques du chitosan est connu 
(Simard, et al., 2009), mais l’impact de l’arrangement des résidus N-acétylglucosamine ne l’est 
pas. Lorsque le chitosane est partiellement désacétylé, les résidus N-acétylglucosamine qui 
restent sont arrangés en blocs. Si on désacétyle complètement le chitosan et qu’on le réacétyle, 
les résidus N-acétylglucosamine s’inséreront sur la chaîne polymérique de manière aléatoire. Une 
autre proposition d’étude serait donc d’étudier les répercussions de la distribution des résidus N-
acétylglucosamine sur différents aspects liés à la régénérescence tissulaire, comme le recrutement 
de neutrophiles et la libération de chémoattractants comme le LTB4. 
Dans le but d’accélérer la solidification des implants chitosane/sang, des études in vitro 
pourraient être effectuées afin de déterminer les mécanismes moléculaires qui expliquent le 
ralentissement de la coagulation induit par le chitosane. En mélangeant des solutions de chitosane 
à du sang complet ou du plasma recalcifié, il pourrait être utile d’extraire les différentes phases 
du caillot et d’investiguer la liaison potentielle du chitosane à divers facteurs de coagulation. 
Nous savons par exemple que le chitosane se lie avec plusieurs facteurs du système du 
complément (Marchand et al., 2010) et il est possible que le chitosane se lie à des facteurs de 
coagulation et empêche ainsi leur activation, ce qui freine le déroulement de la cascade de 
coagulation. L’identification de telles liaisons pourrait permettre d’éclaircir les éléments à cibler 
pour l’accélération de la coagulation des implants chitosane/sang. 
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ANNEXE 1 – Études pré-cliniques sur la régénérescence du 
cartilage par le chitosane 
Tableau 1.1 : Principales études pré-cliniques portant sur la régénérescence du cartilage par des 
implants de chitosane-GP/sang autologue 
Source Modèle Durée Évènements causés par les implants 
chitosane-GP/sang versus sang seulement 
(Hoemann, 
Hurtig, et 
al., 2005) 
Microfracture 
du cartilage / 
mouton 
6 
mois 
Tissu de réparation plus hyalin 
Fort recrutement cellulaire 
Plus grande teneur en collagène et en GAG 
(Hoemann, 
Sun, et al., 
2007) 
Perçage du 
cartilage / 
lapin 
56 
jours 
Tissu de réparation plus hyalin et mieux 
intégré 
Remodelage sous-chondral Plaque sous-
chondrale plus poreuse et mieux vascularisée 
Meilleur pointage histologique 
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Tableau 1.1 : Principales études pré-cliniques portant sur la régénérescence du cartilage par des 
implants de chitosane-GP/sang autologue (suite) 
(Chevrier, 
et al., 2007) 
Perçage du 
cartilage / 
lapin 
1 jour Chémoattraction de neutrophiles 
7 
jours 
Chémoattraction de neutrophiles 
14 
jours 
Chémoattraction de neutrophiles 
Vascularisation sous-chondrale transitoire 
Remodelage de l’os sous-chondral 
Un délai du dépôt de collagène 
21 
jours 
RITC-chitosane résident 
Chémoattraction de neutrophiles et de cellules 
stromales 
Vascularisation sous-chondrale transitoire 
Remodelage de l’os sous-chondral 
35 
jours 
RITC-chitosan complètement dégradé 
Vascularisation sous-chondrale transitoire 
Autant d’os sous-chondral que les contrôles 
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Tableau 1.1 : Principales études pré-cliniques portant sur la régénérescence du cartilage par des 
implants de chitosane-GP/sang autologue (suite) 
(Hoemann, 
et al., 2010) 
Sous-cutané / 
lapin 
1 jour Chémoattraction de neutrophiles 
7 
jours 
Infiltration de neutrophiles dans les implants 
Recrutement de macrophages activés 
alternativement 
Perçage du 
cartilage / 
lapin 
7 
jours 
Recrutement de macrophages activés 
alternativement 
14 
jours 
Recrutement de macrophages activés 
alternativement 
Plus de vaisseaux sanguins dans le bas du trou 
56 
jours 
Tissu de réparation mieux intégré et tissu 
osseux en réparation 
(Chen G., et 
al., 2011) 
Perçage du 
cartilage / 
lapin 
7 
jours 
RITC-chitosane résident 
Recrutement d’ostéoclastes aux bords du trou 
14 
jours 
RITC-chitosane davantage résident si l’implant 
contient de la thrombine 
Recrutement d’ostéoclastes dans l’os sous-
chondral en réparation 
Tissu de réparation mieux intégré 
56 
jours 
RITC-chitosane dégradé 
Recrutement d’ostéoclastes sous le cartilage 
endochondral 
Tissu de réparation mieux intégré 
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Tableau 1.1 : Principales études pré-cliniques portant sur la régénérescence du cartilage par des 
implants de chitosane-GP/sang autologue (suite) 
(Chevrier, 
et al., 2011) 
Perçage du 
cartilage / 
lapin 
21 
jours 
Dépôt de collagène et de GAG retardée à 21 
jours (contre 14 jours pour les contrôles) 
35 
jours 
Foyers de collagène et de GAG plus près du 
haut des trous 
(Marchand, 
et al., 2011) 
Perçage du 
cartilage / 
implants et 
contrôles avec 
thrombine / 
lapin 
6,5 
mois 
Plus de GAG et de collagène II 
Tissu de réparation mieux intégré 
Meilleur pointage histologique 
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ANNEXE 2 - Acceptation du protocole d’expérimentation 
animale 
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ANNEXE 3 - Renouvellement de l’acceptation du protocole 
d’expérimentation animale 
 
